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O objetivo dessa trabalho foi produzir a lipase Burkholderia contaminansLTEB 11 e 
estudar a sua utilização em reação de síntese de biodiesel pela reação de 
transesterificação etílica do óleo de mamona (Ricinus communis). Foram utilizados 
dois tipos de preparados enzimáticos, sendo um a partir do extrato lipolítico bruto 
produzido por fermentação submersa e imobilizado em suporte de polipropileno 
(Accurel EP 100 e MP 1000) e o outro produzido por fermentação no estado sólido. 
Os estudos foram realizados em duas etapas. Na primeira etapa, foram comparadas 
lipase imobilizada em Accurel EP 100 e MP 1000. O melhor rendimento de 
imobilização foi observado com o Accurel MP 1000 (189%), cujo preparado 
imobilizado foi utilizado nas reações de transesterificação em frascos agitados. Foi 
estudado o efeito da concentração de lipase e a máxima conversão observada foi de 
86% em 48 h com 5% de enzima (m/m) em relação à massa de óleo. A segunda 
etapa foi estudar a aplicação do sólido fermentado com atividade lipolítica de 160 U g-
1 em reação de transesterificação. Foram realizados estudos de comparação entre o 
sólido fermentado e a lipase comercial Novozym 435 (343 U g -1), que continha 
atividade de esterificação de 49 vezes maior que a do sólido fermentado (7 U g-1). A 
diferença de conversão entre as duas lipases foi de 38% em 96 h. Foram avaliados 
os efeitos da razão molar (RM), da adição de etanol em etapas e lavagem da enzima 
durante a reação. O aumento da razão molar não desnaturou a lipase e a máxima 
conversão obtida foi de 57% em 96 h (RM 6:1); a lipase Novozym 435 proporcionou 
melhor rendimento com RM 3:1 em 48 h. A adição de etanol em etapas proporcionou 
aumento do rendimento para os dois preparados enzimáticos: de 15% (Novozym 435) 
e 20% (sólido fermentado). A etapa de lavagem das enzimas após 12 h de reação 
permitiu a remoção do glicerol adsorvido, tendo sido observado um aumento de 
conversão de 21% (72 h) (sólido fermentado) e 11% (72 h) (Novozym 435). Foram 
avaliados os efeitos da adição do t-butanol no meio de reação e do acetato de etila 
como alternativa à etapa de lavagem. As reações com o t-butanol não 
proporcionaram aumento da conversão. O acetato de etila ocasionou queda de mais 
30% (em média) em 96 h de reação. Para o sólido fermentado, as condições 
otimizadas em reações em frascos agitados foram obtidas por estudo de 
planejamento fatorial 22 com três repetições no ponto central. As variáveis 
independentes estudadas foram: razão molar, adição de etanol em etapas e 
temperatura. As melhores condições obtidas foram razão molar 6:1, adição de etanol 
em 12 etapas e temperatura de 50 °C com conversão máxima de 74%. Nas reações 
em reator de leito fixo empacotado com o sólido fermentado foram avaliadas a razão 
molar e a temperatura, com recirculação dos substratos. A maior conversão em 
ésteres foi de 73% em 72 h com RM 6:1 a 50 °C.  Nos estudos com aplicação de 
ultrassom, as variáveis estudadas foram intensidade do ultrassom, razão molar, 
temperatura e vazão de circulação. Os melhores resultados foram de 83% de 
conversão em 72 h, obtidos com 75% de ultrassom, RM 3:1, a 45 °C e vazão de 7,4 
mL min -1.  Os resultados obtidos nesse trabalho mostraram que o ultrassom teve 
efeito positivo na reação em biorreator de leito fixo catalisada pelo sólido fermentado 
contendo a lipase de B. contaminans, sendo possível aumentar significativamente a 
conversão de 62% (sem US, a 45ºC em 72 h) para 82% em 48 h (com US a 45°C em 
48 h) e reduzir o tempo reacional. O sistema proposto nesse trabalho tem potencial 
para reduzir os custos do processo da transesterificação enzimática na produção do 
biodiesel do óleo de mamona.  
 






The objective of this work was to produce the lipase Burkholderia contaminans LTEB 
11 and to study its use in reaction of biodiesel synthesis by ethyl transesterification 
reaction of castor oil (Ricinus communis). Two types of enzymes were used: a crude 
lipolytic extract produced by submerged fermentation and immobilized on 
polypropylene support (Accurel EP 100 and MP 1000) and the dry fermented solid 
produced by solid state fermentation. The studies were carried out in two stages. In 
the first stage, the lipase immobilized on Accurel EP 100 and MP 1000 was 
compared. The best immobilization yield was observed with Accurel MP 1000 
(189%). The effect of immobilized lipase concentration was studied, and the 
maximum conversion observed was the 86% in 48 h with 5% of enzyme (m/m) 
relative to the oil mass. The second stage was to study the use of the dry fermented 
solid with the lipolytic activity (160 U g-1) to catalyze the transesterification of castor 
oil in shake flasks. Comparative studies were performed between the fermented 
solid and Novozym 435 commercial lipase (343 U g -1), which had 49% more 
esterification activity than the fermented solid (7 U g-1). The difference of conversion 
between the two lipases was 38% in 96 h. The effects of the molar ratio, of steps of 
ethanol addition and the washing of the enzyme during the reaction were evaluated. 
The increase in molar ratio did not denature the  lipaseand a maximum conversion of 
57% in 96 h was obtained (6:1 MR); with the lipase Novozym 435 the best MR was 
3:1 MR in 48 h. The ethanol addition in steps increase the yields for the two enzyme 
preparations in 15% (Novozym 435) and 20% (fermented solid). The washing of the 
enzymes after 12 h of reaction allowed the removal of adsorbed glycerol, with an 
increase in the conversions of 21% (fermented solid) and 11% (72 h) (Novozym 
435). The effects of the addition of t-butanol in the reaction medium and the ethyl 
acetate as an alternative to the washing step were evaluated. Reactions with t-
butanol did not increase conversion. Ethyl acetate caused a further 30% drop in the 
conversion (on average) in 96 h. For the fermented solid, the reaction was optimized 
by factorial design 22, with 3 replicates at the central point. The independent 
variables studied were: molar ratio (MR), addition of ethanol in steps and 
temperature. The best conditions obtained were 6:1 MR, addition of ethanol in 12 
steps and temperature of 50 °C. In the reactions in a fixed bed reactor packed with 
the fermented solid, the molar ratio and the temperature were evaluated with 
recirculation of the substrates. The higher conversion was 73% in 72 h with 6:1 MR 
at 55 °C. In the studies with ultrasound, the variables studied were ultrasound 
intensity, molar ratio, temperature and flow rate. The best results were 83% 
conversion in 72 h, obtained with 75% of the ultrasound intensity, 3:1 MR at 45 °C 
and flow rate of 7.4 mL min -1. The results obtained in this work showed that the 
ultrasound had a positive effect on the reaction in a fixed bed bioreactor catalyzed by 
the fermented solid of Burkholderia contaminanscontaining lipase. It was possible to 
increase the conversion from 62% to 83% and to reduce the reaction from  48 h. The 
system proposed in this work has the potential to reduce the costs of the enzymatic 
transesterification process in the biodiesel production using castor oil as a starting 
material. 
 
Keywords: Lipases, Burkholderiacontaminans, Biodiesel, ultrasound, fermented 
Solid. 
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1 INTRODUÇÃO 
Obiodiesel é uma mistura de ésteres metílicos ou etílicos de ácidos graxos, sendo 
um combustível renovável e biodegradável. Este biocombustível pode ser usado puro (100% 
- B100) ou misturado ao diesel derivado de petróleo (5% - B5, 7% - B7, 10% - B10) em 
motores ciclo diesel (ANP, 2016).No Brasil, o incentivo para a produção de biodiesel ocorre 
por meio do Programa Nacional de Produção e Uso de Biodiesel (PNPB),criado pela Lei nº 
11.097, de 13 de janeiro de 2005. O objetivo desse programa foi introduzir o biodiesel na 
matriz energética do país, incentivar o desenvolvimento da agricultura familiar e econômico 
de regiões precárias do semiárido e diminuir o consumo de derivados fósseis. O programa 
incentiva o uso de matérias-primas não comestíveis, como a mamona, que, além de não ser 
comestível, é uma planta que se desenvolve muito bem em climastropical e subtropical 
(MATTEI, 2017). 
A produção industrial do biodiesel geralmente ocorre pela reação de 
transesterificação metílica do óleo de soja com catalisador alcalino (KOH ou NaOH),0,5% 
(m/m) em relação à massa de óleo (TEBAS et al 2017). A catálise química permite uma 
reação eficiente em intervalo de tempo curto como 5 min (FERRARI et al 2005), no entanto, 
a matéria-prima deve ser de alta qualidade para não ocorrer a formação de sabão, o que 
contribui para a diminuição do rendimento da reação. Para assegurar a qualidade do 
biodiesel, o óleo deve conter menos de 0,05% de água e menos de 1% de ácidos graxos 
livres, segundo Regulamento Técnico ANP nº 3/2014 (ANP, 2016). Sendo assim, a escolha 
da matéria-prima utilizada na produção do biodiesel é um fator importante e que está 
relacionado com o custo e a viabilidade do processo.  Uma forma de deixar a produção de 
biodiesel menos competitiva com a indústria de alimentos em área plantada é a utilização de 
matérias-primas não comestíveis (MOREIRA et al 2009), como por exemplo, o óleo de 
macaúba e mamona (Ricinus communis).  Outra forma de tornaro processo mais renovável 
é utilizar o álcool etílico ao invés de metanol, principalmente por ser uma matéria-primanão
tóxica e renovável, e catalisador enzimático ao invés de catalisadores químicos 
(SCHUCHARDT et al 1998). 
A catálise enzimática utiliza lipases (EC 3.1.1.3) e entre as vantagens do processo 
catalisado por lipases,pode ser citada a possibilidade de utilizar matérias-primas sem 
purificação, como é o caso do óleo brutoextraído de vegetais, gorduras animais e óleo 
residual de cozinha. Outra vantagem da catálise enzimática é que, após a reação de 
transesterificação, a fase éster dispensa etapas de lavagens e,portanto, não gera efluentes 
tóxicos, e a fase de glicerina não precisa passar por diversos processos de purificação antes 
de ser comercializada(FUKUDA et al 2001). Além disso, o processo enzimáticoreduz o
consumo de energia, pois permite trabalhar em condições brandas de temperatura e a 
reutilização do biocatalisador, no caso de se utilizar enzima imobilizada (CHEN et al 2011).
Apesar de todas as vantagens, são poucas as indústrias que aplicam as lipases como 
catalisador na produção de biodiesel. Na China, as empresas Hunan Rivers Bioengineering 
Co, Ltd e Lvming Environmental Protection Technology Co. Ltd. utilizam as lipases 
comerciais Novozym 435 e de Candidasp na produção de biodiesel por transesterificação, 
em tanque agitados, com óleo de residual de fritura. 
O baixo número de processos enzimáticos implantados na indústria se deve 
principalmente ao custo das enzimas comerciais e o tempo de reação,que são relativamente 
elevados em relação à catálise alcalina tradicional. Como uma alternativa para reduzir os 
custos do biocatalisador, está o uso de novas lipases com maior atividade e estabilidade e 
de suportes baratos e renováveis para a imobilização, como por exemplo, o bagaço de cana,
tortas e farelos provenientes do processo de extração de óleo, que são resíduos 
agroindustriais(DABDOUBet  al2009). Com o uso desse tipo de matéria-prima e o processo
de fermentação no estado sólido, é possível obter umsólido fermentadocontendo 
lipasesnaturalmente imobilizadas, que podem ser utilizadas na síntese do 
biodiesel(GALEANO et al 2017; SOARES et al 2015; BOTTON et al2014). 
Apesar de haver alguns estudos de síntese de biodiesel com sólidos fermentados, 
não existemestudos sobre a aplicação deste biocatalisador em transesterificação de óleos 
alternativos aos comestíveis, como o óleo de mamona.Nesse sentido, o presente trabalho 
visa estudar estratégias que possibilitem altas conversões em ésteres em menor tempo de 
reação, utilizando o óleo de mamona em reação de transesterificação etílica catalisada pela 
lipase de Burkholderia contaminans LTEB11.
2 REVISÃO BIBLIOGRÁFICA 
2.1 Lipases 
2.1.1 Definição 
Lipases são definidas comotriacilglicerol acil-hidrolases (E.C.3.1.1.3) e 
catalisam a hidrólise de triacilgliceróis de cadeia longa, com mais de 10 átomos de 
carbono. Estastêm grande importância industrial devido à sua capacidade de utilizar 
uma ampla gama de substratos, de serem estáveis frente adiferentes temperaturas,
pH e solventes orgânicos, por serem versáteis em reações de esterificação, 
transesterificação e interesterificação (Figura 1),e apresentarem régio e
enantiosseletividade (REIS et al 2009; MAHADIK et al 2002). 
FIGURA 1.REAÇÕES CATALISADAS POR LIPASES 
Fonte: Aautora 
Pode-se dizer que as lipases são enzimas especiais porque são solúveis em 
água, mas atuam em substratos hidrofóbicos e pouco solúveis, como o caso de 
óleos e gorduras (lipídeos), substratos naturais das lipases. As lipases clivam 
ligações éster do triglicerídeo, dando origem aos ácidos graxos livres,
monoacilglicerol,diacilglicerol e glicerol.Normalmente, lipases atuam na interface 
lipídeo/água, local onde ocorre a hidrólise de ésteres carboxílicos agregados à fase 
aquosa.As lipases são similares em sua estrutura tridimensional (secundária e 
terciária).Apresentam em comum uma dobra padrão do tipo / hidrolase em sua 
estrutura terciária. O núcleo central de lipases é composto por fitas paralelas, 
rodeado por porções -hélice (Figura 2) (OLLIS et al1992; CYCLER; SCHRAG1997;
JAEGER et al1998).
FIGURA 2. ESTRUTURA DO DOBRAMENTO DAS ALFA/BETA HIDROLASES 
Os cilindros brancos estão representando a α-hélices; as setas cinza as β-folhas e os 
círculos pretos a localização da tríade catalítica. 
Fonte: JAEGER et al (1999). 
O sítio ativo de lipases formado por uma tríade catalítica composta pelos 
resíduos de aminoácidos serina, cisteína ou aspartato, e está posicionado após a 
cadeia β5, um resíduo catalítico ácido (aspartato ou glutamato) quase sempre 
posicionado após a cadeia β7 e um resíduo de histidina altamente conservado, 
localizado após a última cadeia β. 
A maioria das lipases possuiuma estrutura móvel, composta por uma cadeia 
peptídica hidrofóbicachamada de tampa (flap ou lid). Esta estrutura recobre o sítio 
ativo da enzima e está presente na posição β8 que se estende sobre o conjunto de
fita β e sobre o sítio catalítico (Figura 3).O contato da tampa com a interface 
lipídeo/água proporciona a interação entre o sítio ativo e o substrato, devido à 
exposição da superfície hidrofóbica da lipase.Esse contato proporciona uma 
alteração conformacional na enzima, deixando a tampa na forma aberta e o sítio 
ativo à disposição para ocorrer a catálise (OLLIS et al1992; CYCLER; SCHRAG, 
1997; VERGER, 1997; JAEGER et al1999). 
FIGURA 3REPRESENTAÇÃO DA ESTRUTURA TRIDIMENSIONAL DA LIPASE DE 
Burkholderia cepacia. 
As fitas β estão representadas como setas em verde e as α - hélices em azul. Os resíduos da tríade 
catalítica estão mostrados em vermelho. FONTE: SCHRAG et al (1997). 
2.1.2 Aplicação das lipases na síntese de biodiesel 
O uso de lipases na produção do biodiesel proporciona um processo mais 
renovável e ambientalmente sustentável, pois possibilita utilizar materiais 
biodegradáveis e renováveis, além da facilidade de recuperação e reutilização do 
catalisador, sem gerar resíduos durante o processo. No entanto, o uso de enzimas 
tem sido restrito devido ao elevado custo do biocatalisador e ao tempo de reação, 
que ainda é superior em comparação aos processos convencionais (catalisador 
alcalino) (RANGANATHAN et al 2008; LI et al 2007). Como resultado destas 
dificuldades, muitos estudos sobre o uso de lipases na produção de biodiesel estão 
sendo desenvolvidos, inicialmente em escala laboratorial ou semi-industrial, visando 
obter processos econômicos que aumentem o rendimento da reação, que reduzam o 
custo do catalisador e o tempo de reação para aplicação em processos industriais 
(HASANet al 2006). 
2.1.3 Meios reacionais utilizados na produção de biodiesel via catálise enzimática 
Normalmente,os meios mais comuns utilizados na catálise enzimáticasão:
(1) em presença de solventes e (2) em sistema livre de solventes, queé composto 
somentepelossubstratos. No primeiro caso, os solventes mais utilizados são os que 
apresentam valores altos do parâmetro logaritmo do coeficiente de partição (log P), 
como n-hexano (log P = 3,5), n-heptano (log P = 4,0). O log P é um parâmetro de 
hidrofobicidade, sendo que quanto maior esse valor, mais hidrofóbico é o solvente 
(ZAKS; KLIBANOV, 1988). O benefício de se utilizar um solvente hidrofóbico no 
meio de reação é o aumento da solubilidade dos substratos e a manutenção da 
camada de solvatação da enzima, essencial para manter a sua atividade catalítica 
(KRIEGER et al 2004). 
Nosistema (2), livre de solventes,a grande vantagem é a não utilização de 
solventes derivados do petróleo, deixando o processo mais “limpo” e mais 
econômico, além da possibilidade de aumentar a quantidade de substratos, o que 
favorece uma maior produtividade da reação. No entanto, existem várias 
dificuldades encontradas nesse sistema, tais como o aumento da viscosidade do 
meio de reação, problemas de inibição da enzima pelo excesso de substrato ou de 
produto causando a instabilidade e redução do desempenho do biocatalisador 
(SALIS et al2005). 
2.1.4 Lipase de Burkholderiacontaminansna síntese de biodiesel
A cepa Burkholderia contaminansLTEB 11, utilizada neste trabalho, 
anteriormente denominadaB. cepacia, é uma bactéria capaz de produzir uma lipase 
com massa molecular de aproximadamente 33 kDa, pertence ao gênero de 
Burkholderia, da família de Burkholderiaceae, fazendo parte do complexo de B.
cepacia (BCC), descrita por Vanlaere et al (2009). 
Esta cepa teve seu genoma recentemente sequenciado por Alnoch (2017) e
está depositada como estirpe CPQBA 515-12 no Centro Pluridisciplinar de 
Pesquisas Químicas, Biológicas e Agrícolas, CPQBA - UNICAMP, São Paulo, Brasil. 
Essa bactéria é gram-negativa, capaz de colonizar vários ambientes naturais, sendo 
frequentemente isolada em plantas, solos e águas (MAHENTHIRALINGAM 
eURBAN, 2005; PARKE eGURIAN-SHERMAN, 2001;BURKHOLDER;
HAGEMEYER, 1950). A lipase produzida por esta cepa (LipBC)é resistente a 
solventes orgânicos, como o n-hexano, n-heptano, tolueno, butanol e isopropanol, 
atua em ampla faixa de temperatura (30-65°C) e pH entre 6 a 8  (BARON et al 2011;  
LIMAet al 2004). Devido a essas propriedades,esta lipase tem sido bastante utilizada 
em estudos de imobilização e aplicação na síntese de ésteres do 
biodiesel(SOARES, et al 2015; BARON et al 2014; SOARES et al 2013; BARON et 
al 2011 ; SALUM et al 2008 ; FERNANDES et al 2007) (Tabela 1). Esses estudos 
mostram que LipBC pode ser produzida por fermentação submersa (FS)seguida de 
imobilização em suportes de polipropileno (Accurel) (BARON et al 2014) ou 
produzida por fermentação no estado sólido (FES) com a imobilização direta do 
meio de reação. A matéria-prima aplicada a esse processo pode ser de baixo custo, 
como o bagaço de cana, ou misturas com farelo de semente de girassol, torta desoja 
e milho (SOARES  et al 2015; SALUM et al 2010; FERNANDES et al 2007) (Tabela 
1). 
Entre as dificuldades relatadas com a utilização da lipase de B. contaminans
pode se destacar: (1) o número de reutilização da enzima.  A diferença entre as 
duas formas de produzir a lipase está relacionada com o número de reutilização do 
catalisador, que é menor com o processo FES; (2) adsorção do glicerol no suporte. 
Ao decorrer da reação o glicerol formado adsorve sobre o biocatalisador causando a 






















































































































































































































































































































































2.1.5 Produção de lipases por fermentação no estadosólido 
O processo mais conhecido industrialmente para a produção de 
lipases é a fermentação submersa (FS), mas a técnica de fermentação no 
estado sólido (FES)também tem sido muito pesquisada, pois permite produzir 
e imobilizar a enzima em única etapa (SOARES et al 2015, LIU et al 2013, 
SALUM et al 2010, ZAGO et al 2014; FERNANDES et al 2007).
No processo de FES, osmicro-organismos crescem em substratos 
sólidos com baixa umidade, nos quais os espaços entre as partículas dos 
substratos são preenchidos com fase continua gasosa, facilitando o processo 
de oxigenação do meio.A origemdesses substratos pode ser agroindustrial ou 
de resíduos de processos e, devido a isso, normalmente, são de baixo custo, 
como tortas originadas de extração de óleo (milho, soja, girassol, amendoim, 
mamona, babaçu), cascas de coco, resíduos do processo de extração de 
amido, frutas cítricas (bagaço de laranja) e da produção de açúcar e álcool 
(bagaço de cana). Este último é um resíduo muito abundante, pois segundo a 
Agricultural Organization of United Nations (FAO) e o Sistema de 
Acompanhamento de Produção Canavieira (SAPCANA), o Brasil é o maior 
produtor mundial de cana-de-açúcar, com produção de cerca de 884 milhões 
de toneladas de cana, com previsão de aumento de 3,35% da produção até 
2018/2019. A quantidade de bagaço, resultante da moagem da cana na 
produção de açúcar e etanol, pode variar dependendo dos cultivares e do 
comportamento da safra, podendo gerar entre 238,5 a 306,3 kg de bagaço 
por tonelada de cana-de-açúcar (RASOet al 2012). 
Nos últimos anos, o bagaço de cana tem sido estudado como uma 
alternativa de produção de lipases, pectinases e de biossurfactantes (ZAGO 
et al 2014; SOARES et al 2015; KRIEGER et al 2010).  
Alguns autores estudaram os principais parâmetros que influenciam 
no rendimento da produção de enzimas a fim de obter a melhor condição de 
uso do bagaço de cana. Zagoet al (2014) avaliaram o efeito da moagem de 
diferentes substratos em FES na produção de lipases por Rhizopus 
microsporus CPQBA 312-07, sendo os maiores valores de atividade 
enzimáticaobservados com as partículas menores (0,4-1,0 mm) e com o 
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sólido fermentado (SF) triturado, justificados pelo aumento da área específica 
após a moagem.  
Alguns trabalhos relatam que os fungos são mais tolerantes aos 
ambientes com baixa concentração de água, como é o caso da FES, no
entanto, as bactérias também vêm sendo utilizadas, particularmente, a 
bactéria utilizada no presente trabalho. No estudo pioneiro, Fernandes et al 
(2007)realizaram a produção da lipase de B. cepacia LTEB 11 com os 
substratos bagaço de cana, farelo de milho e óleo de milho e obtiveram um 
sólido com atividade de hidróliseem substrato trioleína de 108 U g-1. Mais 
tarde,Soareset al (2013) estudaram o efeito do tamanho das partículas de 
bagaço de cana, na atividade de hidrólise do SF da mesma lipase. Nesse 
estudo,foram avaliadas frações de 0,85 - 2,36 mm e maiores que 2,36 mm. O 
melhor valor de atividade de hidrólise contra trioleína foi de91,6U g-1,
observado com frações menores que 2,36 mm. 
Ambos os processos de fermentação (FS e FES)(Figura 4, A e B)
possuem vantagens e desvantagens, sendo que o procedimento mais 
econômico é o de FES, onde a produção eimobilização da enzima ocorrem 
simultaneamente. Nesse caso, a FES dispensa etapas adicionais de
purificação e imobilização da lipase. Além da simplicidade da fermentação, 
pois utiliza equipamentos baratos e baixa temperatura, a FES é um processo 
econômico em termos de espaço (MITCHELL et al2006), utiliza como matéria-
prima, resíduos agroindustriais, contribuindo com a redução no impacto 
ambiental causado por esses resíduos, proporcionando valor agregado a esse 
tipo de material (RIGONI et al2003; LEAL et al2002). 
No entanto, a desvantagem da FES é a falta de homogeneização do
meio, que causa problemas de transferência de massa, calor e dificuldade de 
controlar alguns parâmetros operacionais, como a temperatura, oxigenação e
o pHno interior do leito fermentado. Já no processo de FS, o meio de
fermentação é homogêneo e os parâmetros operacionaispodem ser 
controlados mais facilmente(GONZÁLEZ et al2002). 
Entretanto, após a FS são necessárias várias etapas de recuperação, 
purificação parcial e imobilização da enzima, o que impacta diretamente no 
custo do biocatalisador, sendo essas as principais desvantagens do processo 
FS (SINGHANIA et al 2009). Já para a FES, após a fermentação, é 
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necessário apenas a secagem do sólido fermentado e controle de umidade 
para o armazenamento. 
FIGURA 4. TIPOS DE FERMENTAÇÃO UTILIZADOS NO PROCESSO DE 
PRODUÇÃO DE LIPASES 
Fermentações realizadas com a bactéria Burkholderia contaminans. A)Fermentação 
submersa (FS) e B) Fermentação no estado sólido (FES, com bagaço de cana e óleo de 
soja).  
Fonte: A autora. 
2.1.5.1 Óleo de mamona 
Entre as oleaginosas não comestíveis, é possível destacar a mamona 
(Ricinus communis). Essa planta pertence àfamília das Euphorbiaceae, que 
engloba um amplo número de espécies nativas da região tropical, e apesar de 
ser originária da Ásia, é encontrada em várias regiões do Brasil. É classificada 
como uma planta xerófila, de clima tropical e subtropical (Figura5, A) (SOUZA 
et al 2009). De acordo com WEISS (1983), a mamoneira é uma planta perene 
e semitropical de regiões temperadas, floresce em condições climáticas 
diversas, é tolerante à seca, sendo seu cultivo de importância estratégica para 
a economia do Nordeste, sobretudo nos ambientes do clima semiárido (MAPA 
2014). 
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FIGURA 5. Ricinus communis (MAMONA) 
A) Mamoneira eB) Fruto e sementes de mamona.
Fonte: http://blognapesquisaagricola.blogspot.com.br/(acesso26/12/2016); 
http://ciorganicos.com.br/noticia/ (acesso 26/12/2016). 
Entre as vantagens da mamona citam-se a possibilidade de poder ser 
cultivada em grande diversidade de solo, clima e ambientes, além da sua fácil 
comercialização. O fruto dessa planta é uma cápsula espinhosa que contém
até 3 sementes com teor de óleo entre 43% a 50%, dependendo da variedade 
e da região, o qual é produzido por extração das sementes à frio (Figura 5, B) 
(AMORIM NETO et al 2001; WEISS1983).  O óleo de mamona (óleo de rícino) 
é composto por 85 a 90% de ácido graxo ricinoleico (Tabela2) (OGUNNIYI, 
2006). 
TABELA 2. TEOR DE ÁCIDOS GRAXOS DO ÓLEO DE MAMONA 
Ácidos graxos Estrutura Valores de referência (%)
Ácido Palmítico C16:0 0,1 - 2,0
Ácido Esteárico C18:0 0,9 - 1,4
Ácido Oleico C18:1 2,9 - 3,6
Ácido Linoleico C18:2 3,0 - 6,5
Ácido Linolênico C18:3 0,1 - 0,5
Ácido Ricinoleico C18:1,(9)12-OH 84 -90
FONTE: Adaptada de OGUNNIYI (2006) 
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O ácido ricinoleico é monoinsaturado, pertence ao grupo dos 
hidroxiácidos etem massa molar de 298 g e baixo ponto de fusão (- 5 ºC).  É
composto por uma cadeia carbônica com dezoito átomos de carbono, duas 
duplas ligações, grupo hidroxila e ligação éster, possibilitam diversas reações 
químicas que resultam em importantes derivados com diversas aplicações 
industriais (SAVY FILHO et al2001).O grupo hidroxila presente no ácido 
ricinoleico confere ao óleo de mamona a peculiaridade de ser o único óleo 
vegetal solúvel em álcool (Figura 6) (WEISS 1983). 
FIGURA 6. ÁCIDO RICINOLEICO - 12-hidroxi-9-cis-octadecenóico 
Fonte: o autor. 
A Índia é o maior produtor do óleo de mamona, com mais de 
1.600.000 toneladas em 2013, bem acima da produção da China, segundo 
maior produtor, com 60 mil toneladas, e o Brasil com um pouco menos de 20 
mil toneladas, classificado como o terceiro maior produtor (FAO, 2013). 
O Brasil tem facilidade para produzir óleo de mamona, pois a 
mamoneira se adapta muito bem às condições climáticas da região 
Nordeste.Além disso, a produção do óleo de mamona promove o 
desenvolvimento sustentável em diversas comunidades rurais do semiárido 
pelo seu potencial de gerar emprego e renda, por esse motivo, esta planta foi 
escolhida como ideal para promover o desenvolvimento social nessa região. 
Segundo o Ministério da Agricultura Pecuária e Abastecimento (MAPA, 2014), 
o cultivo da mamoneira tem se intensificado devido à sua relevante
importância econômica na indústria química, e à perspectiva de utilização 
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como fonte de energia (SOUZA et al 2009).  Na indústria, o óleo de mamona 
pode ser utilizado como matéria-prima na fabricação de tintas, plásticos, na
perfumaria, verniz, aditivos, biodiesel, entre outros (AZEVEDOet al 2001; 
LIMA et al 2006). 
2.1.6 Produção de biodiesel a partir do óleo de mamona
O óleo de mamona é viável para a produção do biodiesel, no entanto, 
não é adequado o uso do B100 (biodiesel 100% puro) devido à elevada 
densidade e viscosidade desse combustível. Por causa disso, seu uso mais 
adequado é em misturas de até 30% com outros óleos, paragarantir um 
produto com melhores propriedades, como a redução do ponto de 
congelamento e percentual de iodo, adequando-se às especificações da 
Agencia Nacional do Petróleo, Gás Naturais e Combustíveis (Resolução ANP 
Nº 45, de 25 de agosto de 2014).  
Em reações de transesterificação do óleo de mamona, observa-se 
que a conversão relatada pelos trabalhos que utilizaram catalisadores 
químicos está geralmente acima de 70%, em temperaturas variando de 40° C 
a 70°C, e que o tempo de reação é aproximadamente de 1 h (PERIN et al 
2008; SILVA et al 2010), mas tempos curtos como de 30 mim e 10 min 
também são relatados (Tabela 3) (SÁNCHEZet al 2015; HAILEGIORGIS et al 
2016). Os melhores rendimentos alcançados em menor tempo de reação são 
observados com o uso de catalisadores químicos (alcalinos e ácidos) e álcool 
metílico. Sánchez et al (2015) avaliaram vários catalisadores e relatam que os 
metóxidos (CH3ONaeCH3OK)são os mais adequados devido à capacidade de 
se dissociar sem produção de água durante a reação de transesterificação. 
Segundo Meneghettiet al (2006), o uso do metanol, ao invés do etanol, 
proporciona menor tempo de reação. 
Os trabalhos que utilizaram catalisadores enzimáticos relataram 
conversões elevadas, comparáveis com os resultados obtidos pela catálise 
química convencional (Tabela 3). No entanto, o tempo de reação ainda é 
prolongado, variando de 5 a 96 h (OROZCO-HERNANDEZ et al 2016; SILVA et al 
2016). As enzimas mais utilizadas são as comerciais, com custo mais elevado 
em comparação aos catalisadores químicos. Normalmente, os estudos 
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utilizam metanol e diferentes solventes de origem fóssil, o que deixao 
processo de produção do biodiesel inadequado ao meio ambiente.  
Na produção enzimática do biodiesel de óleo de mamona (Tabela 4),
são poucos os estudos que não utilizam solventes e metanol no meio de 
reação.Entre eles, pode-se destacar o trabalho de Baron et al (2014)que 
obtiveram conversões elevadas de 90% em 6 h.
Outros trabalhos relataram rendimentossuperiores a 90%em várias 
condições. Com o uso de n-hexano no meio de reação, de Oliveira et al 
(2004) obtiveram conversões de 98% em 5 h na transesterificação do óleo de 
mamona com etanol e Hajar et al (2014),99% em 24 h, com metanol. Malhotra 
et al (2015) relataram uma conversão de95% em 48 h, utilizando o álcool 1-























































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































2.2 Utilização de lipases em reatorespara a síntese de biodiesel
Os reatores são amplamente utilizados em nível laboratorial, devido à 
possibilidade de aumentar a escala de trabalho e de controlar as condições 
operacionais. 
O desempenho de qualquer tipo de biorreator, quando se utilizam enzimas 
imobilizadas, depende de vários fatores, entre os quais podem ser citados: a razão 
enzima/meioreacional, que deve ser o suficiente para garantir o máximo rendimento, 
condições estéreis de operação, tensão de cisalhamento suficiente para não causar 
danos na enzima, intensidade e uniformidade de agitação (NAJAFPOUR, 2007;
ZANIN e MORAES, 2004).  
Existem vários modelos de biorreatores, sendo os mais comuns:reator de
tanque agitado (stirred tank, reactor, STR), reator de coluna de leito empacotado 
(packed-bed reactor, PBR), reator de leito fluidizado (fluidized-bed reactor, FBR) e 
reator de tanque agitado contínuo (continuous stirred-tank reator model, CSTR) 
(Figura 7). 
FIGURA 7. MODELOS DE REATORES UTILIZADOS NA BIOCATÁLISE 
STR-Stirred tank reactor (reator de tanque agitado); FBR-Fluid bed reactor (reator de leito fluidizado);
PBR-Packed bed reactor (reator de leito fixo) e CSTR-Continuous stirred tank reactor (reator de 
tanque agitado contínuo). 
Fonte: Adaptado de Zanin; Moraes (2004). 
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A escolha do tipo de reator depende de algumas variáveis, tais como a 
forma como a enzima foi imobilizada, a natureza dos substratos, fatores 
operacionais (pH e temperatura), cinética da reação, superfície de contato do 
catalisador em relação ao volume do biorreator, transferência de massa interna e 
externa e principalmente o custo do biorreator (BUFFO 2016; SIMÕES et al 2015). 
Entre os reatores citados, o reator de leito fixo tem sido o mais estudado 
(Tabela 4) em escala laboratorial. Esse tipo de reator permite acompanhar o 
desempenho da enzima imobilizada em diferentes condições operacionais. Esse 
acompanhamento é importante para desenvolver um planejamento da reação em 
grande escala. No entanto, na maioria dos trabalhos presentes na literatura, a 
produção do biodiesel é feita usando o modelo STR (reator de tanque agitado) em 
batelada com agitação e temperatura controladas. Nesse sistema, o 
biocatalisadorfica disperso no meio de reação, o que dificulta a sua recuperação. 
Alguns grupos têm realizado estudos em PBR (reator de leito fixo ou 
empacotado). Nesse tipo de reator, o biocatalisador fica fixo no interior da coluna, 
sendo possível controlar a temperatura e o tempo de contato do meio de reação com 
o biocatalisador.  
Na Tabela 5, estãoapresentados os trabalhos mais recentes. Esses 
trabalhos utilizaram, para imobilizar a enzima, vários tipos de suportes, como 
polímeros, resinas, nanopartículas e espumas. O biocatalisador mais utilizado é a 
lipase B de Candidaantarctica(CALB) imobilizada em resina acrílica, chamada 
comercialmente de Novozym 435. A maioria dos trabalhos utilizam como matéria-
prima óleos vegetais comestíveis, em especial o óleo de soja e metanol, como 
substrato da reação (TRAN et al 2016; VENY et al 2014; TRAN et al 2014; 
YOSHIDA et al 2012; HAMA et al 2011). 
A rota biocatalítica é ainda pouco utilizada na produção industrial do 
biodiesel devido ao grande gargalo da catálise enzimática, onde se destacam o 
elevado custo do biocatalisador e as várias etapas durante a sua produção, ao baixo 
rendimento causado por problemas de inibição do catalisador e ao tempo 
prolongado de reação.  
Alguns trabalhos têm relatado baixos tempos de conversão, equivalentes 
aos do processo químico, em PBR utilizando a lipase Novozym 435. Hama et al 
(2011) e Trentin et al (2013) obtiveram 96% de conversão em 65 min e 98% em 8 
min, respectivamente (Tabela 5). 
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Os estudos que envolvem a biocatálise na produção do biodiesel têm como 
objetivo principal reduzir esses gargalos. Por esse motivo, a utilização de 
alternativas que reduzam o custo do processo enzimático é essencial. A redução do 
custo do processo pode ser possível com o uso de suportes sólidos, os quais 
permitem o uso de matérias-primas de baixo custo e possibilitam a reutilização do 
biocatalisador.  O processo de produção do sólido fermentado, (fermentação no 
estado sólido) é mais vantajoso em relação ao processo convencional (fermentação 
submersa), porque dispensa etapas de purificação da enzima e imobilização em 
suporte. 
Alguns trabalhos relatam rendimentos elevados com sólidos fermentados em 
reações de transesterificação e esterificaçãocom óleos comestíveis, no entanto, com 
maior tempo de reação em relação à lipase comercial Novozym 435.   
Galeanoet al (2017), Soares et al (2013) e Salum et al (2010) utilizaram o 
sólido fermentado da lipase de B. cepaciae obtiveram conversões em éster de 89% 
em 30 h (transesterificação do óleo de palma), 92% em 31 h (esterificação doda 
mistura de ácidos graxos de borra do óleo de soja) e 95% em 46 h 
(transesterificação do óleo de soja), respectivamente. 
Alguns trabalhos relatam o uso de sólidos fermentados e fonte de óleo não 
comestível. Dentre estes se destacam os trabalhos de Diaset al (2017), Botton  
(2014) e Soares et al (2013). Os autores utilizaram a rota etílica, matérias-primasnão 
comestíveis como o ácido graxo de borra de soja (AGBS) e oleina, sólidos 
fermentadosa partir de bagaçodecana,produzidos por B. cepacia e Rhizopus 
microsporus. 
Para reduzir os custos do processo de produção de biodiesel via catálise 
enzimática de forma amigável ao meio ambiente é sugerido, segundo a literatura, 
utilizar matérias-primas não comestíveis e álcool etílico, que, além de ser renovável 
e biodegradável,apresenta baixa toxicidade em relação à rota metílica, e catalisador 
proveniente do processo de FES. Esse processo permite a produção e imobilização 
simultânea da lipase em suporte biodegradável de baixo custo, como o 











































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































2.3 Influência do ultrassom sobre as propriedades de lipases 
 
O uso do ultrassom em reações catalisadas por enzimas tem se mostrado 
uma técnica promissora (NAKAYAMA et al 2017), vem sendo aplicado nas 
indústrias químicas, de biocombustíveis, farmacêuticas e de alimentos. Nos últimos 
anos, os estudos têm sido voltados ao uso do ultrassom no desenvolvimento de 
alternativas capazes de superar as limitações recorrentes da catálise enzimática 
(longos tempos reacionais e baixa produtividade) e diminuir os custos do processo. 
O efeito do ultrassom tem as seguintes vantagens: (1) melhora a 
transferência de massa e o rendimento da reação, o que proporciona maior 
homogeneização do meio e maior acesso dos substratos ao catalisador, devido à 
frequência de colisões entre as moléculas de substratos e a enzima (ZHU et al 
2010; LIU et al 2008),(2) favorece o aumento da atividade enzimática, (3)aumenta o 
desempenho catalítico, e (4)diminui a quantidade de catalisador e reagentes no 
meio de reação. Esses benefícios refletem diretamente no custo do processo, 
viabilizando a catálise enzimática. Além disso, a utilização de ultrassom é 
considerada uma alternativa que contribui positivamente para o meio ambiente, 
pois não gera resíduo, favorece a diminuição do consumo de energia e reagentes, 
possui alta eficiência e baixa exigência instrumental (SANTINet al 2017;BABICZ et 
al2010). 
A técnica do ultrassom é baseada no fenômeno de cavitação 
especialmente no colapso de bolhas de cavitação, que consiste na dispersão dos 
reagentes do meio de reação, que ocorre principalmente pela formação, 
crescimento e implosão violenta de microbolhas formadas pelas ondas sonoras.  
Esse fenômeno atua isoladamente ou por meio da combinaçãode três 
mecanismos: (1) o efeito térmico e de pressão, gerado no microambiente durante a 
cavitação, (2) a formação de radicais livres, por sonólise (ultrassom em soluções 
aquosas) e (3) cisalhamento, causado pela força mecânica formada por ondas de 
choque produzidas pela cavitação (ADEWALEet al 2015; SUBHEDAR et al 2015). 
O ultrassom pode aumentar a flexibilidade da enzima e com isso mudar a 
sua conformação ativa, mas o comportamento é peculiar para cada tipo de enzima, 
conforme a adaptação para as diversas condições de reação com o 
ultrassom,(SUBHEDARet al 2016; ZHU et al 2010). 
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Para que o efeito desejado seja obtido, é necessário levar em consideração 
alguns fatores que podem afetar a cavitação, entre eles a solubilidade dos 
reagentes e substratos, a frequência, potência e intensidade do ultrassom, o tempo 
de exposição do ultrassom em elevada temperatura, a viscosidade, a tensão 
superficial, a pressão externa e a presença de partículas de reagentes e 
substratos, e as condições do micro-ambiente em torno da enzima (SUBHEDAR  et 
al 2016; ZHU;RASO et al 1999). 
 Pesquisas feitas em sistemas reacionais homogêneos e heterogêneos 
indicam a existência de regiões especificas de reatividade. Em sistemas 
homogêneos, ocorrem dois estágios de reatividade. O primeiro ocorre no “ponto de 
calor”, ou seja, na fase gasosa dentro das bolhas geradas pela cavitação; o 
segundo estágio, ocorre na camada líquida em torno dessa bolha. Em sistemas 
heterogêneos, a reatividade ocorre de forma assimétrica: as bolhas, geradas na 
cavitação, são pulverizadas do meio líquido à superfície da fase sólida, etambém 
existem microfluxos do meio líquido que favorecem a maior interação entre as 
partículas do meio de reação (LIU et al 2008). Essa interação aumenta a 
transferência de massa e o desempenho do catalisador, fazendo com que as 
condições ideais para que ocorra a reação sejam alcançadas com menor 
quantidade de catalisador (CHOUDHURY et al 2014; KUMAR et al 2011; YU et al 
2010). A cavitação não ocorre de forma uniforme e isso leva a atividade 
cavitacional próxima à superfície de irradiação e a uma grande variação na 
dissipação de energia, na maior parte do meio de reação. A uniformidade na 
distribuição da cavitação é um parâmetro importante que pode ser otimizado, e 
deve ser levado em consideração no momento da escolha do reator assistido por 
ultrassom (CHOUDHURYet al 2014: ZHU e HANet al 2010). 
 
2.3.1 Aplicações do ultrassom 
 
Os dois tipos de aparelhos de ultrassom mais comuns são o banho 
(interação indireta) e a sonda (interação direta).  O banho ultrassônico (Figura 8. A) 
é composto basicamente por três partes: gerador, transdutor e tanque. O sinal 
elétrico é produzido pelo gerador e o sinal é convertido em movimento. O 
transdutor vibra conforme a frequência do sinal que recebe, quando essa 
frequência é acima de 20 kHz, é chamada de ultrassom. A vibração do transdutor 
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passa para o fundo do tanque, sendo a energia irradiada verticalmente pelas ondas 
sonoras e transmitida através das paredes para o frasco reacional. O contato do 
ultrassom com o meio de reação é indireto. Nesse caso, grande parte dessa 
energia é dissipada, perdendo a influência reativa do sistemaSILVA (2016). 
Em aparelhos do tipo sonda de ultrassom (Figura 8 B), a sonda encontra-
se fixada na extremidade do amplificador do transdutor, o contato com o ultrassom 
ocorre diretamente com o meio de reação. Consequentemente, a potência é 
totalmente disponível e pode ser sintonizada para oferecer diferentes intensidades, 
e por isso, este tipo de aparelho é mais eficiente (DA LUZ, 1998; BARBOSA e 
SERRA, 1992).  Como desvantagem, apresenta a frequência fixa e dificuldade de 




FIGURA 8. APARELHOS DE ULTRASSOM MAIS UTILIZADOS EM ESCALA 
LABORATORIAL 
 
A) Banho de ultrassom, interação indireta; B) Sonda de ultrassom, interação direta.  
Fonte:Low e Ley, (1989) 
 
 
Estudos relatam que o ultrassom, em biocatálise, pode ser aplicado para 
extrair enzimas intracelulares e no pré-tratamento da enzima, contribuindo na 
redução do tamanho das partículas de substrato do meio reacional, 
consequentemente, aumentando a área de contato entre a enzima e o substrato, 
minimizando problemas de transferência de massa, possibilitando o aumento do 
rendimento da reação (ZHAO et al 2014; CHOUDHURY et al 2014). Shah e Gupta, 
(2008) estudaram os efeitos do ultrassom na lipase de B.cepacia e P. fluorescens, 
por análise de dicroísmo circular, técnica utilizada para investigar a estrutura 




adsorção no UV- longínquo (far UV) de 190-24 nm com as amostras nativas da 
lipase tratada e não tratada com ultrassom mostraram modificações na estrutura 
terciária da enzima tratada com ultrassom. No entanto, quando a análise foi feita 
com comprimento de onda mais elevado, cerca de 250 a 300 nm (UV próximo), foi 
possível detectar que a pré-irradiação levou à perturbação da estrutura terciária da 
enzima. Os autores também analisaram os efeitos em amostras purificadas e 
observaram alterações morfológicas, permitindo concluir que o ultrassom tem 
influência tanto na morfologia quanto em nível molecular das lipases.  
Zhao et al (2014) estudaram o desempenho catalítico da esterase 
Aeropyrum pernix (APE1547) na esterificação do ibuprofeno. Os autores avaliaram 
o efeito do ultrassom em condições ótimas (35 °C, 200 W) e obtiveram atividade 
aumentada em 90 vezes e enantioseletividade aumentada em 4 vezes. Segundo os 
autores, após análise de microscopia eletrônica de varredura (MEV) e a 
microscopia de infravermelho (FTIR - fourier transform infrared), foi possível 
concluir que o ultrassom causou alterações estruturais e morfológicas no pó 
enzimático estudado e a redução do tamanho das partículas desse pó contribuiu 
para aumentar a enantioseletividade da enzima. Os melhores desempenhos foram 
observados com baixa potência de ultrassom, sendo possível manter a atividade 
durante cinco ciclos de reutilização. O efeito positivo da diminuição das partículas 
de catalisador aumentaa área específica do biocatalisador, contribuindo para maior 
atividade da enzima. Além disso, aumenta a difusão do substrato e do produto.   
A temperatura também tem influência sobre os efeitos do ultrassom: 
quando elevada,pode aumentar a cavitação e acelerar a reaçãodevido ao aumento 
da velocidade de difusão entre os substratos e os produtos; no entanto, poderia 
levar à desnaturação e inativação da enzima (BHANGU et al 2017; ZHAO et 
al2014; PHILLIPS et al 1996). 
Outro fator com importante, que influencia diretamente o desempenho da 
reação catalisada por enzimas, é a intensidade da potência do ultrassom, que pode 
interferir nas propriedades das enzimas (WANG et al 2010). Quando a potência é 
adequada, a colisão entre a enzima e o substrato tem efeitos positivos.  Quando a 
potência é elevada, causa a destruição da estrutura tridimensional da enzima 




2.4 Processos da síntese enzimática assistida por ultrassom 
  
O uso do ultrassom para a síntese de biodiesel tem sido relatado em vários 
trabalhos como uma alternativa eficiente para diminuir a limitação de transferência 
de massa em reações com catalisadores enzimáticos (ADEWALE et al 2015),para 
reduzir o tempo de reação e permitir a utilização de menor concentração de 
catalisador (Tabela 6). Esses estudos relatam que a intensidade e o tempo de 
contato da enzima com o ultrassom podem suprir a necessidade de excesso de 
álcool (metanol ou etanol) durante a reação, tornando o processo mais rápido, 
econômico e “limpo”.  
Alguns trabalhos relatam aumento de conversão com o uso de 
intensidades médias de ultrassom e possibilidade de vários ciclos de uso do 
biocatalisador, como a exemplo de Batistella et al(2012), que estudaram a 
transesterificação etílica do óleo de soja catalisada pelas lipases Lipozyme RM IM 
e Novozym 435 em banho de ultrassom com intensidade variada de 0% a 100% 
(100 W e 37 KHz) a 60 °C por 4 h.Os autores observaram resultados insignificantes 
sem o uso do ultrassom durante o tempo estudado (4 h) e os melhores 
rendimentos foram com intensidade de 50%. Os valores de conversão em éster 
obtidos para as duas lipases foram de 90% e 57%, com queda de 37% observada 
após 2e 8 ciclos, respectivamente. Kumar et al (2011) estudaram a produção do 
biodiesel de óleo de sementes de Hymenaea courbaril (Jatobá) em reação de 
transesterificaçãometílica catalisada pela lipase de Enterobacter aerogenes 
(imobilizada em sílica) sob condições otimizadas (RM 4:1 e 45 °C). As condições 
de ultrassom foram avaliadas em diferentes intensidades variando de 50% a 100% 
(200 W, 24 kHz). A melhor conversão observada foi de 85% com 50% de ultrassom 
em 30 min.  
São poucos os trabalhos sobre o uso de óleos não comestíveis, que 
relatam o uso do ultrassom,particularmente, com o óleo de mamona (Tabela 
6),entre os quais se destacam o de Silva(2016),que estudaram a produção do 
biodiesel a partir da mistura deóleode mamona e amendoim em sistema de 
ultrassom utilizaram razão mamona/amendoim de 32:67, razão molar álcool/óleo 




No que se refere à reutilização da enzima, um dos principais problemas 
relatados na literatura é a baixa solubilidade do glicerol no meio de reação de 
transesterificação, causando problemas de transferência de massa e a perda de 
atividade enzimática. Esse problema ocorre devido ao acúmulo do glicerol, formado 
durante a reação, na superfície da enzima (SOARES et al 2013; SHAH; GUPTA, 
2008). Para minimizar esse efeito, vem sendo relatado o uso do ultrassom, pois 
este pode deixar mais solúvel os reagentes e produtos formados durante a reação 



















































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































3.1 Objetivo geral 
 
O objetivo deste trabalho foi otimizara síntese enzimática de ésteres 
alquílicos (biodiesel) a partir de óleo de mamona utilizando a lipase de 
Burkholderia contaminans LTEB11. 
 
 
3.2  Objetivos específicos 
 
 
 Imobilizar a lipase de B. contaminansem Accurel MP 1000 e comparar 
com os resultados obtidos por Baron et al (2014) com o EP 100 na síntese de 
ésteres de óleo de mamona. 
 
 Produzir o sólido fermentado contendo a lipase de B. 
contaminansnaturalmente imobilizada. 
 
 Otimizar as condições de reação em frascos agitados por delineamento 
fatorial, com as  variáveis: razão molar, etapas de adição de etanol e 
temperatura. 
 
 Desenvolver alternativas para a remoção do glicerol adsorvido no 
biocatalisador. 
 
 Otimizara síntese de ésteres etílicos em reator de leito fixo com o sólido 
fermentado, avaliando os efeitos da razão molar e temperatura. 
 
 Otimizar a síntese de ésteres etílicos com o sistema de ultrassom 
acoplado ao reator de leito fixo, avaliando os efeitos da intensidade do 






Este trabalho foi realizado no Laboratório de Tecnologia Enzimática e 
Biocatálise (LTEB) do Departamento de Química da Universidade Federal do 
Paraná e no Laboratório de Biotecnologia do Núcleo de Pesquisas e 
Desenvolvimento de Energias Autossustentável (NPDEAS).  
O presente estudo foi dividido em duas partes (Figura 9 e 10). A 
primeira parte foi produzir a lipase por fermentação submersa, imobilizá-la em 
suporte Accurel MP 1000 e estudar a transesterificação do óleo de mamona em 
frascos agitados utilizando a lipase de B. contaminans (LipBC) imobilizada. A 
segunda parte foi produzir a lipase por fermentação no estado sólido (FES) e 
utilizar o sólido fermentadona produção do biodiesel de óleo de mamona. 
 
4.1 Reagentes e materiais 
 
Os biocatalisadores utilizados foram o sólido fermentado seco de B. 
contaminans (SFBC), que contém atividade lipolítica produzida através da FES 
(4.3.6), a lipase B. contaminansimobilizada nos suportes Accurel EP 100 e MP 
1000e a lipase Novozym 435, cedida pela empresa Novozymes Latin America 
Ltda(Araucária, Paraná, Brasil). 
Os suportesAccurel EP 100 e MP 1000 foram doados pela empresa 
Membrana GmbH Solutions for Healthcare and Industrial Filration (Obernburg, 
Alemanha). O bagaço de cana foi gentilmente doado pela companhia 
Melhoramentos Norte do Paraná (Jussara, Paraná, Brasil). 
Os meios de cultivos utilizados para o crescimento da cepa B. 
contaminanse a produção do pré-inóculo foram os meios Luria Ágar (LA, 
triptona bacteriológico 10g L-1, extrato de levedura 5 g L-1, NaCl 10 g L-1, ágar 
0,450 g L-1), 29 °C, por 48 h e Luria Bertani (LB, triptona bacteriológico 10g L-1, 
extrato de levedura 5 g L-1, NaCl 10 g L-1), a 29 °C, 200 rpm por 8 h,  
preparados segundo Sambrook et al (1989). 
Os substratos utilizados para determinar as atividades de hidrólise e 
esterificação dos biocatalisadores foram azeite de oliva da marca Gallo, com 
acidez máxima ≤ 0,50% (Cargill Agrícola S.A, são Paulo, Brasil) e ácido oleico 
P.A da Synth (Diadema, São Paulo, Brasil).Etanol (99,5%),n-hexano (99.5%), t-
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butanol (95%) foram adquiridos da Vetec (Duque de Caxias, Rio de Janeiro, 
Brasil). 
Os padrões cromatográficosnonadecanoato de metila (C19)(com 
99,8% de pureza), ricinoleato de metila (99,5% de pureza) com grau analítico, e 
albumina bovina (BSA), foram adquiridos daSigma-Aldrich (St. Louis, Missouri, 
EUA), metil-ésteres Mix FAME 37 (Supelco®, Bellefonte, Pensilvânia, EUA). 
Na reação de transesterificação, foi utilizado o óleo de mamona 
adquirido daFarmanil Quima (Curitiba, Paraná) e o óleo de soja Liza da Cargill 
(Mairinque, São Paulo, Brasil). Os demais reagentes tiveram grau de pureza 
requeridonos ensaios. 
 
4.2 Produção da lipase de Burkholderia contaminans LTEB 11 
 
O micro-organismo utilizado neste trabalho foi a cepa da bactéria 
Burkholderia contaminansLTEB11, isolada no LTEB, anteriormente 
denominada de B. cepacia LTEB11. A identificação dessa cepa foi realizada 
através do sequenciamento e análise filogenética do gene RNA ribossomal 
16S, pelo Centro Pluridisciplinar de Pesquisas Químicas, Biológicas e Agrícolas 
(CPQBA), na UNICAMP. O estoque da cepa foi mantido em meio LB com 40% 
(v/v) de glicerol a -18°C.  Este estoque foi renovado a cada6 meses. 
Os meios preparados para o crescimento da bactéria e fermentações, 
bem como, todos os materiais utilizados nos cultivos foram previamente 
esterilizados em autoclave a 121 °C, durante 20 min. Após os experimentos os 
materiais que estiveram em contato com o micro-organismo foram esterilizados 
































FIGURA 9.  ESTRATÉGIA DE PRODUÇÃO DO EXTRATO LIPOLÍTICO DE 
Burkholderia contaminans POR FERMENTAÇÃO SUBMERSA 
  
Crescimento de B. contaminans em meio 
Produção do pré-inóculo 
Centrifugação a 8500 × g(30 min a 4°C) 




Centrifugação do precipitado a 8500 × g  
(20 min a 4°C) 
Suspensão com tampão fosfato (50 mM L-1) 
 (diálise por 12 h a 4°C) 
Extrato lipolítico após diálise 
Imobilização  
(Accurel MP 1000 e EP 100) 
Sobrenadante 
descartado 
Precipitação do sobrenadante com sulfato de 
amônio (80% de saturação)  
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4.2.1 Cultivo da cepa e produção do pré-inóculo 
 
Um microtubo contendo 1 mL da bactéria B. contaminans (estoque) foi 
vertido em placa contendo meio sólido LA estéril [meio LB com 1,5% (m/v) de 
ágar bacteriológico], que foi incubada em estufa a 29°C por 48 h. Após esse 
período, um disco, de 8 mm do ágar contendo a bactéria crescida foi recortado 
e transferido para frascos Erlenmeyer de 125 mL com 30 mL do meio LB, a 29 
°C e 200 rpm por 8 h, tempo correspondente ao final da fase exponencial de 
crescimento. Essa cultura, denominada pré-inóculo, foi utilizada nos processos 
de fermentação submersa e de fermentação no estado sólido (FERNANDES, 
2007). 
 
4.2.2 Produção da lipase por fermentação submersa 
 
Após a produção do pré-inoculo, conforme descrito em 4.2.1, foi 
inoculado 1 mL dessa solução, correspondendo 108 células mL-1, em 
Erlenmeyer de 500 mL contendo 150 mL de meio nutritivo composto de 
KNO3(3,54 g L-1), K2HPO4(1,0 g L-1), MgSO4. 7H2O (0,5 g L-1), NaCl (0,38 g L-1), 
FeSO4.7H2O (0,01 g L-1) , extrato de levedura (5 g L-1) e 1% (v/v) de óleo de 
oliva comercial (marca Gallo), previamente autoclavado e resfriado à 
temperatura ambiente. Os frascos foram incubados em agitador orbital a 150 
rpm por 72 h, quando a atividade lipolítica era máxima (Baron et al 2014). Os 
cultivos contendo atividade lipolítica foram mantidos a 4 °C por 12 h para 
melhor decantação das células. Em seguida, o material foi centrifugado a 8500 
× g por 30 min para remoção das células, o sedimento precipitado foi 
descartado e o sobrenadante (extrato bruto), armazenado a 4 °C. 




4.2.2.1 Precipitação com sulfato de amônio 
 
O extrato bruto, colocado em banho de gelo e agitação, foi adicionado 
de sulfato de amônio até 80% de saturação para precipitação e concentração 
de proteínas, conforme cálculo estipulado pelo Encor Biotechnology INC.Após 
a adição do sulfato de amônio, o extrato foi mantido a 4 °C por 12 h, com 
agitação branda, sendo depois centrifugado a 8500 × g por 20 min. O 
sobrenadante foi removido e o precipitado foi ressuspenso em um volume 
mínimo de tampão fosfato 50 mmol L-1, pH 7,0.  Essa suspensão foi dialisada 
por 12 h contra o mesmo tampão a 4 °C, com 2 trocas. A fração dialisada 
denominada como “extrato lipolítico” (Figura 9), foi analisada quanto à atividade 
de hidrólise em meio aquoso e posteriormente utilizada nos estudos de 
imobilização. 
 
4.2.3 Imobilização da lipase produzida por fermentação submersa 
 
A imobilização da lipase produzida por fermentação submersa por 
adsorção hidrofóbica foi feita de acordo com Baron et al (2014), que utilizaram 
o polipropileno comercial Accurel EP 100. Entretanto, como a empresa deixou 
de fornecer o Accurel EP100, foi utilizado um tipo similar do polímero, Accurel 
MP 1000, que difere do primeiro no tamanho da partícula, na granulometria e 
na área superficial (Tabela 7).  
 
TABELA 7. PRINCIPAIS CARACTERÍSTICAS DOS SUPORTES 
EMPREGADOS NA IMOBILIZAÇÃO DA LIPASE DE Burkholderia contaminans 
 
Suporte Características 
*Accurel EP-100 0,9 g cm
3; tamanho das partículas 200 – 1000 μm; 
porosidade das partículas 15 μm. 
*Accurel MP-1000 1,9 g cm
3 ;tamanho das partículas > 1500 μm; porosidade 
das partículas 25 μm. 
*Suporte Accurel (polipropileno em pó) 
 
Para comparação e verificação da reprodutibilidade dos experimentos 
em relação ao trabalho de Baron et al (2014), os ensaios de imobilização foram 
feitos inicialmente com os dois tipos de suporte Accurel. 
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4.2.3.1 Imobilização em Accurel EP-100 e MP-1000 
 
A lipase de B. contaminansproduzida por FS (4.2.2.) foi imobilizada por 
adsorção nos suportes Accurel EP-100 e MP-1000, de acordo com Al-Duri e 
Yong (2000). O suporte foi umedecido com solução aquosa de etanol (50%, 
v/v) por 30 min, seguido de lavagem e filtração em peneira de53 μm de 
abertura. Esse procedimento permite retirar quaisquer impurezas e 
principalmente o ar contido no interior das partículas.  Para a imobilização, 
foram adicionados em frascos Erlenmeyer de 25 mL 1 g de suporte lavado e 10 
mL de solução enzimática (extrato bruto ou extrato lipolítico) comcarga de 
proteína de 25 mg por g de suporte, conforme determinado anteriormente por 
Baron et al (2014) e Salum et al (2008). Essa mistura foi incubada em agitador 
orbital por 24 h a 150 rpm, 25 °C e acompanhada a cada 6 h, com 
monitoramento da atividade de hidrólise do sobrenadante.  A mistura foi então 
filtrada em papel de filtro qualitativo, seca em dessecador a vácuo por 12 h e 
armazenada a 4 °C. 
 
4.2.3.2 Cinética de imobilização 
 
A cinética de imobilização foi seguida durante 48 h. Foram retiradas 
alíquotas de 300 μL do sobrenadante a fim de verificar a atividade de hidrólise, 
pelo método titulométrico (4.4.2) e a concentração residual de proteínas, pelo 
método colorimétrico de Bradford, (4.4.6.). A partir desses resultados, foram 
determinados os valores de eficiência da imobilização (E) e retenção da 
atividade (R), calculados a partir das Equações 1 e 2 , respectivamente 
(YADAV e JADHAV, 2005): 
 
     (1) 
  
 (2) 
Onde:Ati - Atividade inicial total de hidrólise em meio aquoso, antes da 
imobilização (U mL-1); Atf – atividade final total de hidrólise em meio aquoso do 
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sobrenadante, após a imobilização (U mL-1); Ao - atividade de hidrólise em 
meio orgânico observada, do imobilizado (U g-1 do suporte), At - atividade 
teórica do imobilizado (U g -1do suporte).  
 
No cálculo da eficiência de imobilização (E), foi considerada a atividade 
de hidrólise, em meio aquoso, inicial e final do sobrenadante da imobilização. 
Os cálculos de retenção de atividade (R) foram feitos a partir da atividade de 
hidrólise em meio orgânico da enzima imobilizada. 
 
4.2.3.3 Imobilização da lipase durante o cultivo 
 
Esse método de imobilização (SPIL, Simultaneous production and 
immobilization of lipases) foi proposto por Baronet al (2011) com a finalidade de 
diminuir etapas do processo em relação aos processos convencionais de 
imobilização. 
Para tanto, cultivos foram iniciados conforme descrito em 4.2.2,em 
frascos Erlenmeyer de 500 mL, contendo 150 mL de meio.  Após 16 h de 
cultivo, foram adicionados 3 g de Accurel MP 1000 (preparado previamente). 
Esta quantidade de suporte foi escolhida com base na saturação do suporte, 
calculados em experimentos prévios de Baron et al (2011). Adicionou-se o 
suporte após 16 h de cultivo, fixou-se a concentração de suporte em 20 g L-1 e 
a concentração de óleo de oliva em 1,0 % (v/v), sendo a fermentação 
acompanhada até 72 h (ponto máximo de produção da enzima). A atividade de 
hidrólise e o teor de proteína foram acompanhados e comparados com o 
método convencional de imobilização (4.2.3.1). 
 
4.2.4 Produção da lipase por fermentação no estado sólido 
 
Foram utilizados como substratos o bagaço de cana e óleo de soja. 
Para preparar os substratos, com base nos estudos prévios de Salum et al 
(2010) e Fernandes et al (2007), o bagaço de canafoi lavado três vezes, seco 
em estufa a 60°C por 24 h e tamisado para obtenção de partículas com 
granulometria entre 0,85 e 2,36 mm. 
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Em procedimento padrão, as fermentações foram realizadas em 
frascos Erlenmeyer de 500 mL, que continham 10 g (base seca) do bagaço de 
cana, 30 mL de emulsão composta por 2 g de óleo de soja (20% m/m) e 30 mL 
de solução nutriente (conforme metodologia estabelecida por Fernandeset al 
2007) composta por: ureia (4,0 g L-1), lactose (5,0 g L-1), K2HPO4(5,0 g L-1),  
MgSO4. 7 H2O (1,0 g L-1) e solução de oligoelementos (4 mL L-1) e pH 7,0, para 
atingir 75% de umidade (fração mássica, base úmida).A solução de 
oligoelementos tinha a seguinte composição: MnCl2·4H2O (2,0 g L-1); 
CoSO4·7H2O (2,8 g L-1); CaCl2·2H2O (1,5 g L-1); CuCl2·2H2O (0,2 g L-1); 
ZnSO4·7H2O (0,3 g L-1). A fim de dissolver os componentes, o pH da solução 
de oligoelementos foi ajustado para 4,0 com solução de HCl a 10% (v/v). 
O teor de umidade foi aferido em balança de infravermelho, conforme 
descrito em 4.4.1.Os frascos que continham os substratos úmidos foram 
tampados e autoclavados, resfriados e inoculados com 2 mL de pré-inóculo já 
descrito em 4.3.1.  Após a inoculação, os frascos foram incubados emestufa 
bacteriológica a 29°C por 72 h (SALUM et al 2010).Após o período de 
fermentação, o sólido fermentado foi seco em fluxo de ar, conforme proposto 
por Soares et al(2013) (4.2.4.1) até atingir 10% de umidade. O sólido 
fermentado seco (SFBC) foi colocado em sacos plásticos e armazenado a 4 ºC 



































































FIGURA 10. ESTRATÉGIA DE PRODUÇÃO DO SÓLIDO FERMENTADO 
CONTENDO A LIPASE DE Burkholderia contaminansE SUA APLICAÇÃO NA 
PRODUÇÃO DO BIODIESEL  
Crescimento de B. contaminans em meio L.A  
Produção do pré-inóculo 
Fermentação no estado sólido 
Secagem do sólido em coluna, 
 controle da umidade (10%) e atividade de hidrólise ( pH-Stat) 
Transesterificação em frascos agitados, 
comparação do sólido fermentado com 
a lipase Novozym 435.  
 Variáveis: razão molar, etanol em 
etapas e lavagem com t-butanol 
 Delineamento fatorial 
fracionário (22) com as 
variáveis:  
 razão molar e adição 
de etanol em etapas 
Delineamento fatorial DCCR 
(22) com as variáveis:  
 razão molar e 
temperatura 
Transesterificação 
em reator em leito 
fixo 
Transesterificação 
em reator em leito 
fixo com ultrassom 
acoplado 
Variáveis; 
 razão molar; 
 temperatura; 
 intensidade de 
ultrassom, 
 vazão de 
circulação do 
meio de reação  
 Estudos dos efeitos:  
 lavagem do sólido com 
t-butanol ;durante a 
reação; 
 adição do t-butanol no 
meio da reação, 
 uso do  acetato de etila 
como doador acila.  
Adição de etanol em 12 
etapas; estudo das 




 razão molar 
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4.2.4.1Secagem do sólido fermentado
 
A secagem do SF ocorreu conforme metodologia proposta por Soares 
et al (2013). O equipamento (Figura 11) consistiu em um sistema fechado, com 
dois tubos de cloreto de polivinila (PVC), conectados. As medidas dos tubos 
eram de 4,3 cm de diâmetro, 50 cm de altura e volume de 726 mL.  
 
 
FIGURA 11.  SISTEMA DE SECAGEM DO SÓLIDO FERMENTADO EM 
COLUNA COM FLUXO DE AR SECO 
(1) Entrada do cilindro de ar, com fluxo de 20 L min-1; (2) tubo preenchido com sílica ativada; 
(3) tubo superior preenchido com cerca de 200 g do SFBC úmido. (4) saída do ar em 
Erlenmeyer com solução de hipoclorito 10% (v/v). 
 
A secagem ocorria de forma ascendente, onde o tubo inferior era 
conectado por uma mangueira ao cilindro de ar, com fluxo de 20 L min-1, e este 
tubo era preenchido com sílica ativada para a desumidificação do ar.  O tubo 
superior era preenchido com cerca de 200 g do SFBC úmido. No topo dessa 
coluna foi conectada uma mangueira para a saída do ar, que era borbulhado 
em Erlenmeyer com solução de hipoclorito 10% (v/v). Durante a secagem, o ar 
previamente seco que saía da coluna inferior passava pelo sólido fermentado 
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na coluna superior. A troca da sílica ativada era feita conforme a mudança da 
coloração, que indicava excesso de umidade. Durante toda a secagem era feito 
o acompanhamento da umidade, em intervalos de 1 h, em balança de 
infravermelho, até o SFBC atingir cerca de 10% de umidade. 
 
4.2.4.2 Estabilidade do sólido fermentado 
 
Com o objetivo de utilizar um único lote de SFBC, os lotes produzidos 
ao longo das fermentações foram misturados para formar 1 kg, que foi 
armazenado em sacos plásticos e mantido a -4°C. O lote produzido apresentou 
atividade de hidrólise de 160 U g-1,atividade de esterificação contra trioleína de 
7 U g-1 com 10% de umidade. 
A estabilidade do SF foi acompanhada durante 12 meses pela 
determinação da atividade de esterificação (4.4.4). 
 
4.3 Estudos de transesterificação do óleo de mamona 
 
4.3.1 Caracterização do óleo de mamona 
 
O óleo de mamona foi caracterizado pelo fabricante e classificado 
como óleo industrial número 1 (Padrão) devido à sua pureza, por ser límpido e 
brilhante com no máximo 1% de acidez.Conforme o laudo técnico do 
fabricante, o óleo utilizado estava dentro dos padrões de caracterização físico-
químicos para óleos, gorduras e misturas determinado pela American Oil 
Chemists' Society (AOCS). Os resultados das análises físico-químicas feitas 
pelo laboratório da empresa Farmanil Químa, estão apresentados na Tabela 8 
















































































































































































































































































4.3.2 Ensaios de transesterificação do óleo de mamona em frascos agitados 
 
4.3.2.1 Transesterificação com a lipase de Burkholderia contaminans 
imobilizada no suporte Accurel  
 
As reações de transesterificação com a lipase imobilizada ocorreram 
em frascos Erlenmeyer de 25 mL, contendo 10 g de óleo de mamona (10,78 
mmol), 4,78 mL (32,36 mmol) de etanol (RM 3:1) e agitação de 250 rpm, em 
agitador orbital. Foram retiradas alíquotas de 20 μL do meio reacional no 
decorrer da reação para análise de conversão em éster por cromatografia em 
fase gasosa (GC). 
Foram realizados estudos de otimização da transesterificação do óleo 
de mamona(20 g) com as variáveis: concentração da enzima (5% e 8%, com 
atividade de hidrólise em meio orgânico de 34 U g-1 de suporte)e temperatura 
(30 °C a 45 °C). 
 
4.3.2.2 Transesterificação com o sólido fermentado de Burkholderia 
contaminans 
 
Os estudos preliminares da reação de transesterificação 
catalisadapelopor SFBC ocorreram em frascos Erlenmeyer de 50 mL contendo 
20 g de óleo, 9%(1,8 g, correspondente a 12,6 U totais) de SFBC. 
 Foram avaliados os efeitos das variáveis RM(3:1 e 6:1) e adição do 
etanolem 2 e 12 etapas, com agitação orbital de 250 rpm a 45°C. Quando a 
adição ocorria em duas etapas, a primeira era no início da reação e a segunda 
após 4 h. No segundo caso, em 12 etapas, um equivalente de etanol era 
adicionado no início da reação e osdemais a cada 30 min, totalizando a adição 
de todas as etapas em 5 h. 
A fim de comparar os resultados obtidoscom oSFBCaos obtidos com a 
lipase comercial, alguns ensaios foram feitos utilizando 5%(1g, correspondente 




4.3.2.3 Efeito da lavagem do biocatalisadorapós reações de 
transesterificação 
 
O estudo do efeito da lavagem do sólido fermentado foi feito com o 
propósito de remover o glicerol adsorvido sobre o biocatalisador. Nesse estudo, 
a adição do etanol ocorreu em 4alíquotas de 1,89 mL (correspondente à1 
equivalente), sendo o primeiro equivalente adicionado no início da reação, o 
segundo após 4h, o terceiro e quarto, após 12 e 16 h.  Em 12h a reação era 
interrompida, o catalisador era removido por filtração com auxílio de bomba a 
vácuo, lavado por 3 vezes com 15 mL de t-butanol. Após a lavagem, o SFBC 
foi seco em dessecadora vácuo por 12 h. Alipase Novozym 435 foi seca em 
estufa a 40 °C por 60 min e armazenada em dessecador por 12 h. Após a 
secagem, os biocatalisadores eram colocados novamente nos frascos de 
reação e o terceiroequivalente era adicionado (12 h de reação), sendo o último 
equivalente adicionado  após 3 h (16  h de reação) . As reações ocorreram a 45 
°C, RM 6:1, agitação orbital de 250 rpm, por 96 h. As alíquotas eram retiradas a 
cada 24 h e analisadas por GC (4.4.7). 
 
4.3.2.4  Planejamento fatorial 
 
Com o objetivo de otimizar o processo de transesterificação em frascos 
agitados com o SFBC, utilizou-se um delineamento fatorial 22 com ponto 
central em triplicata (BRUNS; SCARMINI, 2001).  As variáveis independentes 
estudadas foram RM e etapas de adição de etanol (Tabela 9). 
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TABELA 9. VARIÁVEIS E NÍVEIS PARA O DELINEAMENTO FATORIAL 
FRACIONÁRIO COM 2 NÍVEIS E 2 VARIÁVEIS PARA A OTIMIZAÇÃO DA 
TRANSESTERIFICAÇÃO DO ÓLEO DE MAMONA CATALISADA PELO 







adição do etanol Nível 
1 6:1 (+1) 12 (+1) 
2 3:1 (-1) 12 (+1) 
3 6:1 (+1) 4 (-1) 
4 3:1 (-1) 4 (-1) 
5 4,5:1 (0) 8 (0) 
6 4,5:1 (0) 8 (0) 
7 4,5:1 (0) 8 (0) 
 
 
Após a seleção das variáveis com influência sobre as respostas, foi 
realizado um delineamento composto central rotacional (DCCR) (RODRIGUES; 
LEMMA, 2009), para avaliar a influência conjunta das variáveis (1) RM e (2) 
temperatura. No delineamento, foi utilizado um planejamento 22 com adição de 
2 pontos axiais (+1,41 e -1,41) e 3 pontos centrais (0), totalizando 11 
experimentos. Para as reações do delineamento DCCR, foram utilizados 1,8 g 
do SFBC (base seca), que corresponde a 12,6 U totais de atividade de 
esterificação, nas condições definidas no planejamento (Tabela 10), em cada 
frasco Erlenmeyer de 50 mL.  
Os resultados foram analisados pelo software Statistica (versão 10), 
onde os efeitos das variáveis e os respectivos erros foram calculados a um 
limite de confiança de 95%. Foi realizada a análise de variância (ANOVA) e o 
cálculo dos valores de F do teste de Fischer para a avaliação da significância 
do modelo. As curvas de contorno e as superfícies de resposta foram obtidas 




TABELA 10. VARIÁVEIS E NÍVEIS DO DELINEAMENTO COMPOSTO 
CENTRAL ROTACIONAL (DCCR) COM 2 NÍVEIS E 2 VARIÁVEIS PARA A 
OTIMIZAÇÃO DA TRANSESTERIFICAÇÃO DO ÓLEO DE MAMONA 





Razão Molar Nível Temperatura, °C Nível 
1 6:1 -1 40 -1 
2 6:1 -1 50 1 
3 12:1 1 40 -1 
4 12:1 1 50 1 
5 5:1 -1,41 45 0 
6 13:1 1,41 45 0 
7 9:1 0 38 -1,41 
8 9:1 0 52 1,41 
9 9:1 0 45 0 
10 9:1 0 45 0 




4.3.3 Estudos de transesterificação etílica do óleo de mamona em reator de 
leitofixo utilizando o sólido fermentado 
 
As reações com o SFBC foram realizadas em uma coluna de 2,7 cm de 
diâmetro interno e 21 cm de altura com recirculação de água (Figura 12). A 
coluna foi preenchida com 12 g de SFBC (base seca) com 84 U totaisde 
atividade de esterificação, que foram colocados na coluna através de um funil, 
e então levemente prensados com o auxílio de um bastão de vidro (Figura 12).  
O reservatório foi abastecido com 100 g de óleo de mamona e 19 mL 
ou 38 mL de etanol, conforme a RM utilizada (3:1 ou 6:1). Para os ensaios 
preliminares, a temperatura (45 °C) foi mantida constante e a mistura foi 
mantida no reservatório sem agitação. Essa mistura foi continuamente 
recirculada, conforme mencionado anteriormente. Foram testados os efeitos da 






FIGURA12. REATOR DE LEITO FIXO UTILIZADO NATRANSESTERIFICAÇÃO 
DO ÓLEO DE MAMONA CATALISADA PELOSÓLIDO FERMENTADO 
CONTENDO A LIPASE DE Burkholderia contaminans 
 
Fonte: A autora 
 
 
4.3.3.1 Estudo do efeito do ultrassomacoplado ao reator de leito fixo 
 
As reações de transesterificação em leito fixo com sistema de 
ultrassom acoplado foram feitas com o mesmo reator descrito em4.3.3. A 
sonda de ultrassom foi acoplada em um reservatório encamisado com 
conexões para a coluna e bomba peristáltica (Figura 13).  
O meio reacional era composto de 100 g óleo e etanol (RM 3:1 e 6:1, 
correspondentes a 19 mL e 38 mL de etanol). O primeiro contato do meio 
reacional era com o SFBC dentro do reator de vidro, de forma ascendente. Em 
seguida, o reservatório (Figura 13) era preenchido (1) até entrar em contato 








FIGURA 13. VASO REACIONAL COM CONEXÕES ENTRE O REATOR DE 
VIDRO, A SONDA DE ULTRASSOM E A BOMBA PERISTÁLTICA 
 
(1) Entrada do vaso, por onde o meio de reação, após entrar em contato com o SFBC, 
entra ascendente em contato com o ultrassom; (2) ultrassom acoplado ao vaso, ocorre o 
contato do meio de reação com o ultrassom; (3) saída do vaso, o meio de reação volta a ser 
bombeado, seguindo o mesmo ciclo. 
 
Fonte: A autora 
 
 
O ultrassom utilizado nesse trabalho era composto por uma sonda 
conectada com o reator (Figura 13) com frequência de 20 KHz e potência de 
500 W, com intensidade variada de 0% a 100%.  
As variáveis estudadas foram: variação da amplitude da potência (500 
W) do ultrassom (0% - 100%) (1) temperatura (40 °C e 50 °C), (2) vazão de 
recirculação de 1,45 e 7,45 mL min-1 e (3) RM (etanol:óleo) 3:1 e 6:1, 
correspondentes a 14,90 g (19 mL) e 29,81 g (38 mL) de etanol, 
respectivamente. A adição do etanol ocorreu em 12 etapas com intervalo de 30 
min, com base em estudos prévios de planejamento fatorial obtidos em frascos 









FIGURA 14. REATOR DE LEITO FIXO PREENCHIDO COM O SÓLIDO 
FERMENTADO E COM SONDA DE ULTRASSOM ACOPLADA 
 
(1) Entrada do meio de reação e etanol e retirada de amostra; (2) Bomba peristáltica; (3) 
vaso encamisado; (4) reator de vidro com o sólido fermentado empacotado e encamisado; (5) 
vaso encamisado, entrada do ultrassom (superior), meio reacional (inferior) saída do meio 
reacional e (6) sonda deultrassom em contato com o meio de reação. 
 




4.4 Métodos analíticos 
 
 
4.4.1 Determinação da umidade dos substratos sólidos 
 
O teor de umidade dos substratos sólidos foi determinado em balança 
de infravermelho (Gehaka IV 2000, São Paulo, Brasil). Para este ensaio, foi 
adicionado 1 g de amostra na balança, que foi programada com temperatura de 
105 °C, em modo de auto-secagem até variação da umidade menor do que 
0,05% (m/m). 
 
4.4.2 Dosagem de atividade enzimática 
 
Três tipos de atividade enzimática foram determinados nos preparados 
enzimáticos ao longo deste trabalho: (1) atividade de hidrólise em meio aquoso, 
por método titulométrico em titulador automático do tipo pH-Stat; (2) atividade 
de hidrólise em meio orgânico, pela determinação do teor de ácidos graxos 
livres da hidrólise da trioleína pelo método de Lowry e Tinsley (1976) e (3) 
atividade de esterificação, determinada através da reação de síntese do oleato 
de etila.  Os métodos estão descritos a seguir. 
A dosagem de atividade lipolítica de hidrólise foi feita pelo método 
titulométrico, conforme metodologia proposta por Stuer, Jaeger e Winkler 
(1986), com modificações. As emulsões empregadas nos ensaios foram 
preparadas com água destilada e adição de Tris-HCl (2,5 mmol L-1, pH 7,0), 
CaCl2 (2 mmol L-1), NaCl (150 mmol L-1), goma arábica (3%, m/v) e 67 mmol L-1 
de azeite de oliva (TISS; CARRIERE; VERGER, 2001). A solução foi 
emulsionada em um liquidificador Arno Optimix (Arno, São Paulo, Brasil) por 5 
min, e por mais 1 min imediatamente antes do uso. Para cada ensaio, 20 mL 
de emulsão e determinada quantidade de amostra contendo a lipase (massa - 
base secaou volume) foram adicionados ao vaso de reação termostatizado a40 
°C com agitação magnética. Os ácidos graxos livres (AGL) liberados pela 
hidrólise enzimática foram titulados em um titulador automático pH-Stat 
(Metrohm 718, Herisau, Suíça) durante 5 min, mantendo-se o pH em 7,0 com 
uma solução de NaOH 0,05 mol L-1, o fator de correção foi calculado conforme 
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Equação 4.  A atividade de hidrólise (Ah) foi calculada com a Equação 3 e o 
fator de correção do NaOH, de acordo com a Equação 4: 
 
 
      (3) 
 
Onde: é a velocidade inicial do consumo de  em mL min-1; [NaOH] é 
a concentração de NaOH em μmol mL-1; é o fator de correção da solução de 
NaOH padronizada (adimensional); Ma é a quantidade de amostra (sólido 




     (4) 
 
Na Equação 4,FpH é o fator de correção (adimensional) relacionado à 
dissociação parcial dos ácidos graxos da trioleína, que possuem um valor de 
pka de 4,57, 4,89 e 6,8, respectivamente. Para cada substrato, FpH foi 
calculado considerando o pH do ensaio (7,0). 
 
 
A atividade lipolítica foi expressa como unidades de atividade por 
grama de sólido fermentado [U g 1 - (base seca)] ou U mL-1 de extrato lipolítico, 
sendo uma unidade de atividade (U) equivalente à liberação de 1 μmol de ácido 
graxo por min, nas condições utilizadas no ensaio. 
 
4.4.3 Atividade de hidrólise em meio orgânico 
 
Para a determinação da atividade de hidrólise em meio orgânico, foi 
seguido o procedimento proposto por Gonçalves (1999), com algumas 
modificações. Para o ensaio, foram adicionados 5 mL de meio reacional 
contendo 4,9 mL den-hexano, 70 mmol L-1 de trioleína e 0,1 mL (2%, v/v) de 
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água destilada em um Erlenmeyer de 25 mL. A reação foi iniciada com a 
adição de 20 mg da enzima imobilizada ou de SFBC.   
A reação foi realizada sob agitação de 180 rpm, a 40 ºC e, em 
intervalos fixos, alíquotas de 100 L foram coletadas do meio reacional e 
analisadas quanto ao teor de ácido graxo residual através método de Lowry e 
Tinsley (1976) (4.4.5). 
 Uma unidade de atividade enzimática (U) foi definida como equivalente 
à produção de 1 μmol de ácidos graxos por min nas condições do ensaio. 
 
4.4.4 Atividade de esterificação 
 
As reações de síntese do oleato de etila foram realizadas com duas 
diferentes preparações enzimáticas: com a lipase imobilizada no suporte 
Accurel (EP 100 e MP 1000), e com SFBC. 
O meio reacional continha 210 mmol L-1 de etanol e 70 mmol L-1 de 
ácido oleico, solubilizados em n-hexano. Foram utilizados 170 mg de enzima 
imobilizada em Accurel e 500 a 800 mg de SFBC, com 5 mL e 10 mL de meio 
reacional, respectivamente, a 40 °C sob agitação de 200 rpm. Alíquotas de 50 
μL do meio de reação foram coletadas para determinação da concentração de 
ácidos graxos livres residuais pelo método colorimétrico de Lowry e Tinsley 
(1976) (4.4.5). 
Cálculos de atividade de esterificação foram realizados com base na 
velocidade inicial do consumo de AGL, que corresponde ao coeficiente angular 
da reta da equação ajustada aos pontos iniciais (faixa de linearidade) de um 
gráfico de concentração de ácido graxo (μmol) em função do tempo (min) 
(Equação 5): 
 
 ×  (5) 
 
Em que: Ae - Atividade de esterificação, expressa em unidades de atividade 
por grama de sólido fermentado (base seca)(U g-1) ou por grama de enzima 
imobilizada; dAgl/dt - é a velocidade do consumo de ácidos graxos livres (AGL) 
em μmol-1 e Msf - é a quantidade de SFBC em gramas (base seca). Uma 
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unidade (U) de atividade enzimática de esterificação foi definida como o 
consumo de 1μmol de ácido graxo por min em meio orgânico, nas condições 
do ensaio. 
 
4.4.5 Método de Lowry-Tinsley 
 
 
O método de Lowry e Tinsley (1976)foi utilizado para quantificar o teor 
de ácido oleico durante as reações síntese do oleato de etila e de hidrólise da 
trioleína em meio orgânico, e possibilitar os cálculos das atividades de 
esterificação e de hidrólise em meio orgânico.  
A concentração de ácidos graxos livres no meio foi relacionada à 
absorbância pela curva de calibração feita com o ácido oleico (pureza 90%), 
que foi obtida nas mesmas condições do ensaio. Para cada ensaio, foram 
adicionados 100 μL da amostra a ser analisada em microtuboscontendo 1,15 
mL de tolueno e o reativo de cor (250 μL), que consiste em uma solução 
aquosa de acetato de cobre II (5%)com pH (6,0-6,2) corrigido previamente com 
piridina. A mistura foi agitada em vórtex durante 1 min. A absorbância da fase 
orgânica, que continha os ésteres,foi lida em espectrofotômetro a 715 nm.  
Para a curva de calibração,foram preparadas amostras contendo entre 
5 e 160 mmol de ácido oleico, pela dissolução do ácido em balões volumétricos 
com 10 mL de n-hexano. Em seguida, 100 μL da solução do ácido foram 
adicionados ao reagente de Lowry e Tinsley (0,25 mL do reagente acetato 
cúprico + 1,15 mL de tolueno) formando duas fases que foram misturadas 
vigorosamente durante 60 s usando um misturador vórtex. A mistura foi 
centrifugada a 3000 × g por 10 min, até que a fase aquosa fosse claramente 
separada da fase orgânica por decantação. A curva de calibração foi 
determinada a partir da medida da absorbância da solução a 715 nm contra o 
controle. 
 
4.4.6 Determinação de proteínas 
 
O método proposto por Bradford (1976) foi utilizado para dosagem de 
proteínas nas amostras provenientes da fermentação submersa. A 
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concentração de proteínas foi calculada a partir de uma curva de calibração 
com o padrão soro-albumina bovina (BSA). 
 
4.4.7 Cromatografia em fase gasosa 
 
4.4.7.1 Quantificação dos ésteres etílicos 
 
Foram retiradas alíquotas de 20 μL do meio reacional (contendo os 
ésteres etílicos) que foram colocadas em estufa a 60 °C por 4 h para a 
evaporação do etanol. Em seguida, as amostras foram centrifugadas a 10.000 
× g por 15 min a 25 °C. Em vials de 1 mL foram adicionados 10 mg de amostra 
e 500 μL de uma solução de padrão nonadecanoato de metila (C19) em 
clorofórmio na concentração 10 mg mL-1. Foi injetado 1 μL de amostra.  
As análises foram realizadas utilizando um cromatógrafo em fase 
gasosa, modelo GC-2010 (Shimadzu Co, Quioto, Japão), equipado com 
detector de ionização de chama (DIC), e coluna capilar HT5 poliamida-CLAD 
(5% fenil policarbonato siloxano), comprimento de 30 m x 0,53 mm x 0,50 μ. O 
gás de arraste utilizado foi o nitrogênio.A temperatura do injetor foi de 250 °C. 
O aquecimento da coluna foi programado com temperatura inicial de 150 °C - 
330 °C a 10 °C min-1, seguida pela manutenção da temperatura durante 5 min. 
A temperatura do FID foi de 380°C.  
A identificação dos ésteres foi realizada por comparação dos tempos 
de retenção dos picos da amostra com os picos de uma mistura padrão de 
metil-ésteres Mix FAME 37 e a identificação do ricinoleato de etila foi realizada 
pelo padrão ricinoleato de metila. O teor de etil-ésteres na amostra (CEE) foi 





Em que:  (%) é a concentração de ésteres etílicos (%); Σ Aee é o somatório 
de todas as áreas dos picos dos etil-ésteres;  é a área do pico do padrão 




5 RESULTADOS E DISCUSSÃO 
 
Os resultados foram divididos em duas partes. Na primeira parte, 
apresenta-se a imobilização da lipase de B. contaminans nos suportes Accurel 
EP 100 e MP 1000.  Em seguida,apresenta-se os resultados de otimização, em 
frascos agitados, da reação de transesterificação catalisada pela lipase 
imobilizada em Accurel MP 1000.Na segundaparte,foram feitos estudos 
comparativos da transesterificação catalisada pelo SFBC e Novozym 435, 
seguido de estudo de otimizaçãoda reação com o SFBCem frascos agitados e 
em reator de leito fixo, com e sem sistema de ultrassom acoplado. 
 
5.1 Caracterização do óleo de mamona 
 
O óleo de mamona foi metilado com BF3- trifluoreto de boro metanólico, 
de acordo com o método deMetcalfe(1966). Em seguida,foram avaliadas a 
composição dos ácidos graxos por GC (4.4.7) (Tabela 11). 
O ácido graxo majoritário (84%) foi o ácido ricinoleico (ácido 12 - 
hidroxi-9-cis-octadecenóico), com os demais ácidos graxos correspondendo a 
menos de 20% (Tabela 11). Esses resultados são comparáveis a outros 
estudos da literatura em relaçãoa composição dos ácidos graxos (HUANG et al 
2015; VENTURAet al 2010; DaCOSTA et al 2010; SAVY, 2001). 
 
TABELA 11. PERFIL EM ÁCIDOS GRAXOS DO ÓLEO DE MAMONA 
UTILIZADO NESTE TRABALHO 
ÁCIDO GRAXO % 
C16:0 Ácido Palmítico 1 
C18:0 Ácido Esteárico 1 
C18:1 Ácido Oleico 3 
C18:2 Ácido Linoleico 5 
C18:3 Ácido Linolênico 1 
C18:1(9)OH-12 Ácido Ricinoleico 84 
C22:0 Ácido Behênico 2 
C22:1 Ácido Erúcico 2 
Outros 1 




5.2 Obtenção do extrato lipolítico contendo a lipase de Burkholderia 
contaminans 
 
Após cultivo por 72 h, o extrato lipolítico apresentou atividade de hidrólise em 
meio aquoso (4.4.2) de 32 U mL-1, que é compatível com os trabalhos anteriores 
(Baron et al 2014).   Após a produção da lipase, o extrato foi concentrado e 
parcialmente purificado por precipitação com sulfato de amônio [saturação 80% (m/v)] 
(MILLER, 1988), seguido de diálise (4.2.2.1), obtendo-se rendimento de 83% e fator de 
purificação 2 (Tabela 12).  
A atividade de hidrólise do extrato após precipitação e diálise foi de 200 U mL-1 
e atividade específica de 154 U mg-1. Esse extrato foi utilizado nos ensaios de 
imobilização descritos a seguir. A lipase contida no extrato bruto será denominada, a 



















































































































































































































































































































































































































































































































5.2.1 Imobilizaçãoda lipase produzida por fermentação submersa 
 
5.2.1.1 Comparação da imobilização com Accurel EP 100 e MP 1000 
 
Um dos objetivos deste trabalho foi prosseguir com os estudos de Baron et al 
(2014) de transesterificação do óleo de mamona com LipBC imobilizada em Accurel EP 
100. Como a produção deste suporte foi descontinuada pela empresa fornecedora, 
ensaios foram feitos para determinar se havia diferença no processo de imobilização e 
nos preparados enzimáticosobtidos com o novo produto fornecido pela empresa, 
Accurel MP1000. Conforme a Tabela 7 (4.2.3), estes suportes são diferentes em 
tamanho de partícula e porosidade (0,9 g cm-3 e 15 μm para Accurel EP100 e 1,9 g. cm-
3 e 25 μm para Accurel MP 1000). 
Avaliou-se inicialmente a eficiência de imobilização e a retenção de atividade 
de hidrólise em meios aquoso e orgânico (Tabela 13). A carga de proteínas foi de 25 
mg por grama de suporte, de acordo com Baron (2011). Apesar de ter-se obtido uma 
eficiência de imobilização de 100% com ambos os suportes, a maior atividade (34 U g-
1)foi observada para o suporte Accurel MP 1000, provavelmente devido à maior 
superfície de contato e porosidade 60% maior desse suporte. 
 
TABELA 13. PRINCIPAIS PARÂMETROS DA IMOBILIZAÇÃO DA LIPASE DE 





η (%) Atividade teórica (U g -1) 
Atividade em meio 
orgânico 
(U g -1) 
R (%)
Accurel EP 
100 100 50 18 16 89 
Accurel 
MP 1000 100 50 18 34 189 
 
Eficiência de imobilização (%) - diferença entre a atividade inicial de LipBC e a atividade final no 
sobrenadante após a imobilização. Rendimento em proteína (η %) - diferença entre concentração de 
proteína inicial e final do sobrenadante após a imobilização. Atividade teórica: calculada com base na 
proteína adsorvida sobre o suporte. Atividade observada - hidrólise da trioleína em n-hexano, a 30°C, 
200 rpm. R - retenção de atividade (%) - relação entre a atividade teórica, e a atividade em meio 
orgânico da enzima imobilizada. 
 
A retenção da atividade (R) de 189% para Accurel MP 1000 indica que LipBC 
sofreu ativação  durante o processo de imobilização, o que não ocorreu quando se 
utilizou Accurel EP 100. Com base nesses resultados, comprovou-se que a 
imobilização de LipBC poderia ser feita com vantagem no Accurel MP 1000. Com este 
suporte foram refeitos estudos de cinética de imobilização com diferentes cargas de 
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proteínas para determinação da saturação do suporte e do tempo necessário para 
imobilização. 
 
5.2.2 Efeito da carga de proteína no suporte Accurel MP 1000 
 
A partir do extrato lipolítico precipitado com atividade de hidrólise de 200U mL -
1 e concentração de proteína equivalente a 1,3 mg mL-1 (Tabela 11), foram estudadas 
várias cargas de proteína por grama de suporte a fim de determinar a melhor 




FIGURA 15. CINÉTICA DE IMOBILIZAÇÃO DA LIPASE DE Burkholderia contaminans 
NO SUPORTE ACCUREL MP 1000 
 
A) Atividade residual; (∆) 15 mg; (੦) 20 mg; (◊) 25 mg e (□) 30 mg;  B) Concentração de proteínas 
no sobrenadante do extrato bruto durante a imobilização (▲) 15 mg ; (●) 20 mg; (▲) 25 mg  e (■) 30 mg 
e C) Atividade de esterificação. Os valores plotados são as médias das análises em triplicata ± o erro 







































































Observou-se que, após 24 h de imobilização, já não havia atividade de hidrólise 
no sobrenadante (Figura 15 A) para as concentrações de 15, 20 e 25 mg e que a 
concentração de proteína (Figura 15 B) diminuiu em 50%. Isto sugere que a 
imobilização foi seletiva para lipase.  
O mesmo resultado foi observado com a concentração de 30 mg, mas em 48 h, 
indicando que a saturação do suporte ocorre com a carga de 25 mg g-1 de suporte. 
Para confirmar estes resultados, as atividades de esterificação dos preparados 
imobilizados foram determinadas. Para tanto, estes foram removidos do meio por 
filtração e secos em dessecador por 12 h. A atividade mais alta (19 U g-1) foi obtida 
com a carga de 25 mg g-1em 24 h (Figura 15 C), que foi utilizada nos ensaios 
subsequentes. 
 
5.3 Obtenção do sólido fermentado contendo a lipase de Burkholderia 
contaminans 
 
Os lotes de sólido fermentado de B. contaminans (SFBC) produzidos nas 
condições já otimizadas por Galeanoet al  (2017) e Soares et al (2014)foram 
produzidos e misturados para formação de um único lote, que foi armazenado a 4°C e 
utilizado nos experimentos deste trabalho. Após secagem, a mistura de sólidos 
fermentados apresentou 10% de umidade, com atividade de hidrólise de 160U g-1 e 7,0 
U g-1 de atividade de esterificação. Esses valores são comparáveis a outros trabalhos 
da literatura (DIAS et al 2017; GALEANO et al 2017; SOARES et al 2014). 
 
5.3.1  Estabilidade do sólido fermentado durante o armazenamento 
 
A reprodutibilidade doslotes e a estabilidade do sólido fermentado são 
parâmetros importantes que devem ser considerados, pois estão relacionados com o 
custo do processo e a qualidade do biocatalisador. No presente estudo, foi observada 
elevada estabilidade ao armazenamento a 4 °C (Figura 16), com a atividade mantida 
em 7,0 U g-1 durante 12 meses, como relatado por Dias (2015) e Soares et al (2013), o 





FIGURA 16. ESTABILIDADE DA ATIVIDADE DE ESTERIFICAÇÃO DO SÓLIDO 
FERMENTADO DE Burkholderia contaminansDURANTE O ARMAZENAMENTO A 4 
ºC. 
 
Condições da atividade de esterificação: 800 mg de SFBC, 10 mL de meio reacional (210 mmol L -1 de 
etanol 70 mmol L-1 de ácido oleico em n-hexano), 45 °C e 250 rpm. Os valores apresentados são as 




5.4  Produção de ésteres etílicos de óleo de mamona em frascos agitados 
utilizando a lipase imobilizada em Accurel MP 1000 e o sólido fermentado 
de Burkholderia contaminans 
 
O objetivo dessa etapa do trabalho foi determinar as melhores condições 
experimentais utilizando os diferentes preparados enzimáticos, a fim de obter o máximo 
valor de conversão em ésteres.  
 
5.4.1 Transesterificação em frascos agitados com a lipase de Burkholderia 
contaminansimobilizada em Accurel MP 1000 
 
Os estudos de otimização em frascos agitados foram iniciados com a variação 
da concentração entre 5% (150 mg) a 8% (250 mg) de enzima em relação à massa de 
óleo (10 g), o que corresponde a 3 e 5 U totais de atividade de esterificação, 
respectivamente. Como já era previsto, a velocidade da reação aumentou com o 


























entanto, após 36 h, não ocorreu diferença estatisticamente significativa (p>0,005)para 
as duas concentrações estudadas.Assim sendo, optou-se por padronizar a 
concentração de 5% de lipase no meio de reação. Os demais estudos de otimização 
foram acompanhadosinicialmente até 96 h, visto que após 48 h a porcentagem em 
éster continuou aumentando (Figura 17). 
Nessa etapa do trabalho foi avaliado o desempenho da lipase imobilizada pelo 
método de SPIL proposto por Baron et al (2011). A técnica de SPIL (Simultaneous 
production and immobilization of liases) permite reduzir as etapas de preparação da 
enzima imobilizada.  A atividade de esterificação da enzima imobilizada foi de 11 U g-1. 
Esses resultados foram inferiores aos obtidos com a imobilização da forma 
convencional, após precipitação com sulfato de amônio (19 U g-1).  
Para comparar o rendimento da reação de transesterificação entre as duas 
metodologias de imobilização, foram realizadas a comparação entre as cinéticas da 
reação de transesterificação com LipBC imobilizada de forma convencional e pelo 




FIGURA 17. EFEITO DA MASSA DE LIPASE DE Burkholdderia contaminans 
IMOBILIZADA EM ACCUREL MP 1000 NA REAÇÃO DETRANSESTERIFICAÇÃO DO 
ÓLEO DE MAMONA 
 
(●) 150 mg (5%) e (■) 250 mg (8%). Condições da reação: 45 ° C, 250 rpm, 10 g de óleo de mamona, 
RM 3:1,  (etanol e óleo) e adição de etanol em 1 etapa. Os valores plotados são as médias das análises 




















FIGURA 18. CINÉTICA DE TRANSESTESTERIFICAÇÃO DO ÓLEO DE MAMONA 
CATALISADA PELA LIPASE DE Burkholderia contaminans IMOBILIZADA EM 
ACCUREL MP 1000 
 
Imobilização convencional (9,5 U totais) (■); Imobilização por SPIL (5,5 U totais) (♦). Condições da 
reação: RM 3:1, 45 °C, 250 rpm, 10 g de óleo de mamona 5% de enzima (m/m) em relação a massa de 
óleo, adição de etanol em 1 etapa. Os valores plotados são as médias das análises em triplicata ± o erro 
padrão da média. 
 
 
Os resultados obtidos nesse trabalho foram inferiores aos relatados por Baron 
(2011) e Baron et al (2014), que estudaram e compararam a imobilização convencional 
e por SPIL da lipase de B. contaminans imobilizada em Accurel EP 100. Em reação da 
síntese do oleato de etila, os autores obtiveram 99% de conversão utilizando o método 
de SPIL e 70% com o método convencional, em 60 min. Neste trabalho, a maior 
atividade de esterificação e conversão do ácido oleico (92%) foi com o método 
































FIGURA 19. CINÉTICA DA SÍNTESE DO OLEATO DE ETILA, CATALISADA PELA 
LIPASE DE Burkholderia contaminans IMOBILIZADA PELOS MÉTODOS 
CONVENCIONAL E SPIL 
 
Método convencional (▲) e SPIL (■). Condições da reação: 40 °C, RM (3:1) de etanol ácido oleico, 179 
mg de enzima imobilizada. 
 
 
5.4.2 Transesterificação do óleo de mamona em frascos agitados com o sólido 
fermentado contendo a lipase de Burkholderia contaminans 
 
O objetivo dessa etapa do trabalho foiotimizar o processo de reação de 
transesterificação etílica do óleo de mamona a fim de obter elevada conversão em 
éster em curto tempo de reação. 
Sólidos fermentados contendo lipases já vêm sendo estudados como 
catalisadores em reações de esterificação e transesterificação de diversas matérias-
primas, como o óleo de palma, soja, ácido graxo de borra de soja e milho (GALEANO 
at al2017; SOARES et al2013; SALUM et al2010; FERNANDES et al2007). No entanto, 
a maioria dessas matérias-primas é comestível e, até o momento, existe a falta de 























5.4.2.1 Comparação preliminar entre o sólido fermentado e lipase comercial 
Novozym 435 
 
As reações foram realizadas, inicialmente, em frascos Erlenmeyer de 50 mL 
contendo 20 g de óleo de mamona, 1,8 g de SFBC (9%) (12,6 U totais de atividade de 
esterificação), sendo essa a concentração máxima possível de SFBC dentro dos 
frascos. Nas mesmas condições experimentais, foi utilizadaa lipase Novozym 435 (5%) 
(348 U totais) como enzima padrão de comparação.Essa lipase apresentou atividade 
de esterificação de 348 U g-1, um valor 49 vezes superior ao obtido com o SFBC (7 U g-
1), nas mesmas condiçõesdeensaio.Estes resultados indicam que a enzima comercial 
tem maior desempenho catalítico do que SFBC, como já era previsto.  No entanto, para 
comparar o desempenho do SFBCem reação de síntese de ésteres do óleo de 
mamona, realizou-se a cinética de reação de transesterificação do óleo de mamona 
com os dois tipos de lipases (Figura 20).   
Os resultados apresentados na Figura 20 mostram que, com a lipase 
comercial, em 24 h, a conversão foi de 68%, enquanto que para SFBC a conversão foi 




FIGURA 20. COMPARAÇÃO DA CINÉTICA DE TRANSESTERIFICAÇÃO DO ÓLEO 
DE MAMONA CATALISADA PELO SÓLIDO FERMENTADO COM A LIPASE DE 
Burkholderia contaminans E PELA LIPASE COMERCIAL NOVOZYM 435 
 
SFBC, 9%, (12 U totais) (■) e Novozym 435, 5%, (348 U totais) (●). Condições da reação: RM (3:1), 20 g 
de óleo de mamona, 2,98 g de etanol. Adição de etanol em única etapa, 250 rpm e 45 °C.Os valores 


















Após 96 h, a diferença entre as duas reações foi de 38%, com conversões de 
78% para Novozym 435 e 49% para SFBC. Com base nesses resultados, é possível 
observar que, mesmo com atividade de esterificação de 49 vezes menor que a enzima 
comercial, e com tempo de reação maior, SFBC pode produzir resultados equivalentes 
ou próximos aos obtidos com a enzima comercial, uma vez que a reação ainda 
progride após 96 h. Além disso, deve-se considerar que o processo de produção de 
lipases, proposto nesse trabalho, causa menores impactos ao meio ambiente, por 
utilizar matéria-prima de baixo custo, dispensar etapas de purificação da enzima e 
etapa adicional de imobilização, características que refletem diretamente no tempo de 
reação e nos custos de produção. 
 
 
5.4.2.1.1 Efeito da razão molar 
 
São vários os fatores que afetam a velocidade da reação, entre eles, a 
quantidade de etanol. Na reação de transesterificação, o excesso de etanol favorece a 
reação em favor da síntese, no entanto, pode ter dois efeitos, de substrato e inibidor 
(FJERBAEK et al 2009). Alternativas para minimizar problemas de inibição causados 
pelo álcool têm sido sugeridas, entre elas, o uso de quantidade de etanol inferior ao 
limite de solubilidade, a adição de álcool em etapas, adição de solventes e água no 
meio de reação (AL ZUHAIR 2007).Na Figura 21 está mostrado o efeito do aumento da 
razão molar para os dois preparados enzimáticos. 
Quando foi variada a razão molar, mantendo-se a adição de etanol em uma 
etapa no início da reação, o rendimento de ésteres etílicos não diminuiu com o 
aumento da razão molar estudada para SFBC (Figura 21), sendo que as conversões 
foram superiores para a RM 6:1 (p<0,05), em todos os tempos reacionais. Em 96 h de 
reação, a conversão máxima obtida foi de67% para a RM de 6:1. No entanto, com 
Novozym 435, o aumento da razão molar não favoreceu a reação, pois ocorreu queda 








FIGURA 21. EFEITO DA RAZÃO MOLAR NA TRANSESTERIFICAÇÃO ETÍLICA DO 
ÓLEO DE MAMONA CATALISADA PELO SÓLIDO FERMENTADO DE Burkholderia 
contaminansE PELA LIPASE NOVOZYM435 
 
Novozym 435: 3:1 (■) e 6:1 (■); SFBC: 3:1(■) e 6:1(■).  Etanol adicionado em única etapa. Condições da 
reação: 250 rpm, 45°C, 9% (12,6 U totais)  de SFBC e 5% ( 343 U totais) de Novozym 435 em relação a 




5.4.2.1.2 Efeito da adição de etanol em etapas 
 
A adição do etanol em etapas é um procedimento comumente relatado e 
sugerido na literatura para aumentar o rendimento da reação. No entanto, há poucos 
relatos sobre adição de etanol em várias etapas em transesterificação do óleo de 
mamona. A adição em várias etapas permite que o etanol seja consumido aos poucos, 
tendo como vantagem a diminuição dos efeitos de inibição da atividade da enzima (AL-
ZUHAIR, 2007; LU et al 2007). 
Neste trabalho, comparou-se a adição de etanol em 2 e 12 etapas, com o 
objetivo de minimizar o impacto do etanol na atividade da enzima. No primeiro caso, 
















reação e o outro, após 4 h (129 mmol ou 3,8 mL). No segundo caso, o volume de 
etanol foi dividido em 12 frações equivalentes (10,77 mmol ou 629 μL), sendo a 
primeira adicionada no início da reação e as demais a cada 30 min.  
Os resultados mostraram que a adição de etanol em várias etapas (12) 
aumenta o rendimento (73% em 96 h com o SFBC e 97% em 72 h com Novozym 435), 
com aumento de cerca de 20% da conversão em 96 h, para os dois tipos de 
biocatalisadores (Figura 22).  
Este estudo é importante, pois mostra que o etanol causa efeito negativo sobre 
a atividade da enzima principalmente após 24 h, e que a adição em várias etapas pode 
proporcionar maiores rendimentos ao longo da reação devido a menor interação do 
etanol, que fica em excesso no meio de reação.A maioria dos trabalhos menciona o 
uso de poucas etapas de adição de etanol (1 a 3) com tempos de adição variável.  
Shimada et al (1999) relataram que a adição de metanol em etapas diminui a 
inativação da lipase Novozym 435. Os autores utilizaram a adição de metanol em 3 
etapas (início, em 10 h e 24 h de reação) em reação de transesterificação de óleo de 
soja e obtiveram máxima conversão de 98% em 48 h. Baron et al (2014) estudaram 
adição de etanol em duas etapas (inicio e após 3 h) e observaram resultados negativos 
com a queda da conversão de 98% para 91% em 24 h de reação. 
Aguieiras et al (2014) estudaram a transesterificação do óleo de Acrocomia 
aculeata (macaúba), catalisada com sólido fermentado de torta de babaçu com 
Rhizomucor miehei e obtiveram melhores rendimentos (85% em 96 h), com RM 6:1 e 







FIGURA 22. EFEITO DA ADIÇÃO DE ETANOL EM ETAPAS NA REAÇÃO DE 
TRANSESTERIFICAÇÃO DO ÓLEO DE MAMONA CATALISADA PELO SÓLIDO 
FERMENTADO DE Burkholderia contaminans E PELA LIPASE NOVOZYM 435 
 
SFBC(9%), 2 etapas (■) e 12 etapas (▲); Novozym 435(5%), 2 etapas (○) e 12 etapas(◊).Condições da 
reação: RM 6:1, 45°C e 250 rpm. Os valores plotados são as médias das análises em triplicata ± o erro 
padrão da média. 
 
 
5.4.2.1.3 Efeito da lavagemdos biocatalisadores durante a reação 
 
É relatado em outros estudos que o glicerol produzido durante a reaçãoé 
adorvido na enzima imobilizada, deixando o sítio catalítico indisponível e causando a 
diminuição do rendimento da reação (GALEANO et al 2017; SOARES et al 2013; 
AZÓCAR et al 2011; SALUM et al 2010). Sendo assim, foi verificado o efeito da 
lavagem da enzima durante a reação. Considerando a razão molar 6:1, estudou-se o 
efeito da lavagem da enzima em 12 h de reação.  
O etanol foi adicionado em 4 etapas(4.3.2.3),  sendo a primeira e a segunda 
etapa adicionadas no inicio e após 4 h de reação e as demais em 12 h e 16 h. Quando 
a reação chegou em 12 h, a enzima foi separada do meio reacional por filtração a 
vácuo e lavada.  A lavagem foi padronizada com três porções de 15 mL de  t-butanol 
equivalentes a 8,3 mL por grama de SFBC. Após a lavagem e a secagem do SFBC em 
estufa, a reação foi retomada com a adição da  terceira etapa de etanol, e, após 4 h, foi 






















FIGURA 23. EFEITO DA LAVAGEM COM t-BUTANOL DURANTE A 
TRANSESTERIFICAÇÃO DO ÓLEO DE MAMONA CATALISADA PELO SÓLIDO 
FERMENTADO DE Burkholderia contaminansE PELA LIPASE Novozym 435 
 
SFBC com lavagem (▲), sem lavagem (♦); Novozym 435, com lavagem (∆), sem lavagem (□). Razão 
molar 6:1.Condições da reação: etanol adicionado em 4 etapas, 250 rpm, 45°C, 5% (Novozym 435)  e 
9% (SFBC) em relação a massa de óleo. As setas indicam o momento (12 h) em que o etanol foi 
adicionado após a lavagem. Os valores plotados são as médias das análises em triplicata ± o erro 
padrão da média. 
 
 
A etapa de lavagem  pode ser uma alternativa para prolongar o desempendo 
do  SFBC,  em comparação com os resultados obtidos com a adição de etanol em 12 
etapas. O processo de lavagem é dificil de ser controlado, pois envolve várias etapas 
(interrupção da reação, lavagem e secagem), e durante o procedimento podem ocorrer 
pequenas perdas do meio reacional e do biocatalisador.  No entanto, esta pode ser 
uma alternativa nos processos que utilizam reatores de leito fixo. Nesse caso, a 
lavagem pode ocorrer sem remover SFBC do reator e permitir vários ciclos de 

















5.4.2.1.4 Efeito do t-butanol como cossolvente no meio de reação 
 
Para solucionar o problema da inativação da enzima pela produção do glicerol 
durante a reação de transesterificação enzimática, alguns autores estudaram o uso do 
t-butanol (MALEKI et al 2013; DELGADO e PASHOVA et al 2010). 
O procedimento de lavagem, citado anteriormente (4.3.2.3), necessitade várias 
etapas e a interrupção da reação pode causar a diminuição do rendimento. Sendo 
assim, optou-se por utilizar o t-butanol como uma alternativa à etapa de lavagem, 
sendo adicionado diretamente no meio reacional. Esse solvente não é substrato para a 
lipase, portanto, não interfere na reação e tem a função de deixar o meio reacional 
mais solúvel, pois  solubiliza o álcool e o glicerol evitando suas adsorção sobre a 
superfície do biocatalisador (AZÓCAR et al 2011;ROYON et al 2007). Foram utilizados 
20% (m/m) de t-butanol em relação à massa de óleo, com base em estudos prévios de 
Royon et al (2007).  
Para comparar os resultados dos dois preparados enzimáticos, realizou-se a 
reação em meio livre de solvente, como nos experimentos anteriores, e com a 
presença do t-butanol. O etanol foi adicionado em 4 etapas e o t-butanol foi adicionado 
em única, no início da reação. Houve diferença nas conversões apenas para SFBC, 
para o qual, em 96 h, obteve-se 61% em meio sem t-butanol e 53% com t-butanol 
(Figura 24).Resultados semelhantes foram reportadospor Maleki et al (2013), que 
estudaram a transesterificação metílica dos óleos de palma, soja e mamona, catalisada 
pela lipase Lipozyme TL IM,  com 80% de t-butanol no meio de reação.  Os autores 
observaram a diminuição de 30% do rendimento apenas com o óleo de mamona. 
Segundo OGUNNIYI et al (2006), este óleo tem solubilidade limitada em solventes 
alifáticos. Mukesh et al (1993) relataram que a  utilização de t-butanol (um solvente 
alifático) como doador acila inibe a transesterificação do óleo de mamona catalisada 
por lipases. Esse fenômeno pode estar relacionado com a hidroxila presente no ácido 








FIGURA 24. EFEITO DA PRESENÇA DE t-BUTANOL NA REAÇÃO DE 
TRANSESTERIFICAÇÃO CATALISADA PELO SOLIDO FERMENTADO DE 
Burkholderia contaminans E PELA LIPASE NOVOZYM 435 
 
As linhas pontilhadas representam a reação com a adição do t-butanol no meio de reação. SFBC 
sem(■), comt-butanol (●); Novozym 435, sem(∆) ecom t-butanol(□). Condições da reação: Razão molar 
6:1, 45°C, e 12 etapas de etanol, 250 rpm. Os valores plotados são as médias das análises em triplicata 
± o erro padrão da média. 
 
A adição de t-butanol ao processo pode eliminar os efeitos negativos do etanol 
e do glicerol sobre a atividade da lipase (LI et al 2010; WANG et al 2006). No entanto, 
quando a quantidade é excessiva, pode ocasionar problemas de rendimento (LI et al 
2007). 
Na literatura, os estudos que utilizam o t-butanol no meio de reação variam em 
termos de concentração, dificultando a comparação entre os resultados. Royon et al 
(2007) obtiveram aumento do rendimento na metanólise do óleo de algodão (RM 6:1), 
catalisada pela lipase Novozym 435, utilizando 32% (m/m) de t-butanol. Por outro lado, 
Azócar et al (2011) estudaram o efeito de t-butanol na transesterificação metílica anidra 
do óleo de fritura, catalisada por Novozym 435, obtendo melhores rendimentos com 
0,75% de t-butanol no meio reacional. Maleki et al (2013) utilizaram80% de t-butanol 
em relação a massa de óleo e obtiveram aumento do rendimento da metanólise do óleo 

















5.4.2.1.5Efeito do acetato de etila como doadorde acila 
 
Outra maneira indicada por algumas pesquisas para solucionar problemas de 
inativação da enzima pela formação do glicerol é a substituição do doador acila 
(metanol ou etanol) por acetato de metila ou etila (MALEKI et al 2013;LI et al 2010; XU 
et al 2003).  Neste trabalho, optou-se por utilizar o acetato de etila como substituinte ao 
etanol em reação catalisada por SFBC. 
O uso do acetato de etila, como doador acilaproporcionou rendimentos 
inferiores aos obtidos com etanol, chegando àdiminuição de 50% de conversão após 
24 h de reação (Figura 25). Na literatura não são mencionadas informações sobre esse 
fenômeno. Esse resultado pode estar relacionado com o grupamento hidroxila no 
carbono 12, peculiaridade do ácido ricinoleico, ácido graxo majoritário no óleo de 
mamona. As hidroxilas em excesso tem maior interação com outros componentes da 
reação em relação ao acetato de etila (Maleki et al2013). Por outro lado, Xu et al (2003) 
obtiveram resultados positivos em estudo sobre o efeito de acetato de metila como 
substituinte ao metanol na reação de transesterificação do óleo de soja (RM acetato de 
metila/ óleo 12:1), catalisada pela lipase Novozym 435 (aumento de 30%em éster). Os 
autores obtiveram 92% de conversão em 10 h. Segundo Xu et al (2003), o acetato de 
metila é recomendado como um bom substituinte do metanol, não causa efeitos 
negativos sobre a atividade da enzima e a reação com o óleo vegetal produz, como 
produto principal, ésteres metílicos e, como coproduto, a triacetina ao invés de glicerol. 
A triacetina tem aplicação na indústria de fumo (plastificante para filtros de cigarro),e 
também é utilizada como aditivo no biodiesel, pois proporcionamelhor viscosidade e 







FIGURA 25. EFEITO DO ACETATO DE ETILA COMO DOADOR ACILA NA REAÇÃO 
DE INTERESTERIFICAÇÃO DO ÓLEO DE MAMONA CATALISADA PELO SÓLIDO 
FERMENTADO DE Burkholderia contaminans 
 
Com acetato de etila (■) e com etanol (▲).Condições da reação: Razão molar 6:1 em 12 etapas de 
adição de acetato de etila,45°C,250 rpm, 9% de SFBC. 
 
 
Na literatura existem poucos trabalhos sobre o efeito da troca do doador de 
acila em reação com o óleo de mamona. Entre eles, destaca-se o trabalho de Maleki et 
al (2013), que estudaram a substituição do metanol pelo acetato de metila em reações 
de transesterificação dos óleos de palma, soja e mamona. Os autores notaram ligeira 
melhora no rendimento quando utilizaram os óleos de palma e soja, 5% e 10%, 
respectivamente, e nenhuma melhora de rendimento com o óleo de mamona (queda de 
3% de rendimento), e atribuíram este resultado à presença do grupamento hidroxila no 
ácido ricinoleico. 
 
5.4.2.2 Otimização da transesterificação em frascos agitados via delineamentofatorial 
 
Os resultados apresentados nas etapas anteriores indicaram que o aumento da 
razão molar (3:1 para 6:1) e adição de etanol em etapas foram os fatores que mais 
influenciaram na transesterificação do óleo de mamona catalisada por SFBC. Dessa 















com pontos centrais em triplicata (BRUNS; SCARMINI, 2001). O tempo de reação 
avaliado foi de 96 h. As variáveis e seus níveis, assim como os resultados 
experimentais, estão apresentados na Tabela 14. 
 
 
TABELA 14 VARIÁVEIS, NÍVEIS, RESULTADOS EXPERIMENTAIS E PREDITOS 
PELO MODELO DO DELINEAMENTO FATORIAL 22 APLICADO NO ESTUDO DA 




Conversão em éster do óleo de 
mamona(%) 
Observado Predito 
RM Nível Etapas Nível 96 h 96 h 
1 4,5:1 0 8 0 56 55 
2 4,5:1 0 8 0 58 55 
3 3:1 -1 12 1 47 46 
4 4,5:1 0 8 0 56 55 
5 3:1 -1 4 -1 50 51 
6 6:1 1 4 -1 57 58 
7 6:1 1 12 1 71 73 
 
O desvio padrão calculado para o ponto central para foi de ± 1,5. Conversão em éster após 96 h de 




A análise de variância (ANOVA) indicou que o valor da relação da média 
quadrática (regressão/resíduos) foi estatisticamente significativo, com F calculado 
maior que F tabelado, ao nível 95% (Tabela 14). Além disso, o valor da relação entre a 
falta de ajuste e o erro puro não foi estatisticamente significativo (F<F tabelado), ao 
nível de 97% e o percentual máximo de variância explicada foi de 97% e percentual 
máximo de variância explicável de 99%. Esses resultados indicam que o modelo é 
adequado para representar as relações reais entre os parâmetros selecionados da 




TABELA 15. ANÁLISE DE VARIÂNCIA (ANOVA) PARA A TRANSESTERIFICAÇÃO 
ETÍLICA DO ÓLEO DE MAMONA CATALISADA PELO SÓLIDO FERMENTADO DE 
Burkholderia contaminans 
 
Fonte de variação SQ GL MQ F.calculado F. tabelado 
Regressão 342,7500 2 171,375 173,44 9,95 
Resíduos 2,9643 3 0,988 
Falta de ajuste 0,2976 1 0,297 0,22 18,51 
Erro puro 2,6667 2 1,333 
Total 345,7143 8 43,21429 
% de Variância explicada = 97 
% de Variância explicável = 99% 
 
R2 = 97; SQ: Soma quadrática; GL: graus de liberdade; MQ: média quadrática. 
 
 
A equação ajustada para a conversão em éster (Equação 7) está descrita abaixo: 
 
z=45+1*x-2*y+0,58*x*y(7) 
em que: Z = é o valor previsto do teor de éster obtido (%), X e Y representam os 
valores codificados para as variáveis independentes. 
 
 
Para determinar a importância das variáveis independentes (1) razão molar e 
(2) etapasde adição de etanol na resposta, a partir dos resultados obtidos para o ponto 
central (Tabela 12, experimentos 1, 2 e 4), calculou-se o desvio padrão para a 
conversão em éster (±1,15). O efeito da variável será tanto mais significativo quanto 
maior for a diferença entre o desvio padrão obtido e o valor encontrado para o efeito 
(BRUNS; SCARMINI, 2001). 
Para a transesterificação do óleo de mamona, as duas variáveis (RM, etapas) 
apresentaram influência na conversão, pois os valores dos efeitos foram superiores ao 
desvio-padrão característico da correspondente variável resposta (± 1,15) (Figura 26). 
Não houve interação entre os dois efeitos estudados, sendo o efeito mais significativo 
(14,72) a razão molar, que afeta positivamente a conversão. Quando a razão molar 
passa de 3:1 (nível menos) para 6:1 (nível mais), verifica-se um aumento de 14,72 




FIGURA 26.  DIAGRAMA DE PARETO, COM OS EFEITOS ESTIMADOS DAS 
VARIÁVEIS PRINCIPAIS E SECUNDÁRIA DO DELINEAMENTO FATORIAL SOBRE A 
VARIÁVEL-RESPOSTA CONVERSÃO EM ÉSTER. 
 
 
Com base nos resultados obtidos, para melhor visualização dos efeitos, foi 
construído um gráfico de superfície de resposta (Figura 27). O maior teor de éster foi 
obtido com maior razão molar e maior número de etapas de adição de etanol (71% de 
conversão com razão molar 6:1 com adição de etanol em 12 etapas).  
Observou-se que não há ponto máximo de conversão na região experimental 
estudada, o que indicou haver condições experimentais onde a conversão em éster 
poderia ser aumentada. Com base nestes resultados e devido ao fato de que uma 
conversão mínima de 96,5% (teor de éster para biodiesel especificado pela ANP Nº 45 








FIGURA27. SUPERFÍCIE DE RESPOSTA PARA A TRANSESTERIFICAÇÃO ETÍLICA 




5.4.2.2.1 Otimização da reação de transesterificação utilizando um 
delineamentocomposto central rotacional 
 
Com base nos resultados obtidos no planejamento fatorial 22, no qual apenas a 
variável razão molar apresentou influência sobre a resposta conversão em éster (%), 
foi realizado um delineamento composto central rotacional (DCCR) (RODRIGUES, 
LEMMA, 2009) para a otimização das condições da reação. Além darazão molar, outra 
variável importante estudada foi a temperatura.No delineamento, foi utilizado um 
planejamento 22 com adição de 4 pontos axiais (+1,4 e -1,4) e 3 pontos centrais (0), 





TABELA 16. VARIÁVEIS, NÍVEIS, RESULTADOS EXPERIMENTAIS E PREDITOS 
PELO MODELO DO DELINEAMENTO COMPOSTO CENTRAL ROTACIONAL 
APLICADO NO ESTUDO DA TRANSESTERIFICAÇÃO DO ÓLEO DE MAMONA 
CATALISADA PELO SÓLIDO FERMENTADO DE Burkholderia contaminans 
Ensaios 
Variáveis independentes 
RM Níveis Temperatura (°C) Níveis *Observado Predito 
1 6:1 -1 40°C  -1 65 66 
2 6:1 -1 50°C  1 74 72 
3 12:1 1 40°C -1 41 43 
4 12:1 1 50°C  1 45 45 
5 5:1 -1,4 45°C 0 71 69 
6 13:1 1,4 45°C  0 36 38 
7 9:1 0 38°C -1,4 52 50 
8 9:1 0 52°C 1,4 61 63 
9 9:1 0 45°C  0 52 51 
10 9:1 0 45°C  0 53 51 
11 9:1 0 45°C  0 53 51 
O desvio padrão calculado para o ponto central foi de ± 0,57. Conversão em éster após 96 h de reação a 




Para os experimentos do DCCR,foramutilizados 20 g de óleo de mamona, 9% 
de SFBC (m/m) (base seca) em relação à massa de óleo, com 288 U totais (de 
atividade de hidrólise). As reações ocorreram em frascos Erlenmeyer de 50 mL, com a 
adição do etanol em 12 etapas, sendo essa a melhor condição prevista pelo 
planejamento fatorial anterior. Os resultados foram analisados usando o Software 
Statistica Versão 10 (StatsoftTM), onde os efeitos das variáveis e os erros foram 
calculados a um limite de confiança de 99%. Foi realizada a Análise de variância 
(ANOVA) (Tabela 16) e o cálculo dos valores de F do Teste de Fischer, para a 
avaliação da significância das faixas ótimas operacionais de cada variável.  
O diagrama de Pareto (Figura 28) mostra que os efeitos temperatura (L), RM 
(L) e temperatura (Q) foram significativos em nível de significância 5%(p > 0,05), exceto 
para o efeito de razão molar (Q). A variável que apresentou maior efeito negativo foi 
razão molar (L) (-62,80), as variáveis temperatura (L) (15,75) e temperatura (Q) (9,25) 
apresentaram efeitos positivos, ou seja, quanto maior seus níveis, maior é a 
concentração em éster em relação àrazãomolar.  
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Após a eliminação dos parâmetros não significativos, foi obtida a equação 
polinomial de segunda ordem que descreve a resposta(Equação 8): 
 
 
z=253,81-6,07*x+,093*x2-7,55*y+,090*y22  (8) 
 
ondeZ é a conversão em éster (%) e X e Y são os valores decodificados para as 

















FIGURA 28. DIAGRAMA DE PARETO, COM OS EFEITOS ESTIMADOS DAS 
VARIÁVEIS PRINCIPAIS E SECUNDÁRIAS DO DELINEAMENTO FATORIAL DCCR 
SOBRE A VARIÁVEL-RESPOSTA CONVERSÃO EM ÉSTER 
 
 
A análise de variância (ANOVA) (Tabela 17) mostra que o modelo foi 
significativo a um nível de significância de 5% (p<0,05), ou seja, F calculado foi maior 
que F tabelado. Além disso, o coeficiente de determinação (R2) obtido para o modelo 




TABELA 17. ANÁLISE DE VARIÂNCIA (ANOVA) PARA A TRANSESTERIFICAÇÃO 
DO ÓLEO DE MAMONA 
Fonte SQ GL MQ F. calculado F.tabelado 
Regressão 136,7500 2 68,375 234,4286 19 
Resíduos 0,5833 2 0,291667 
Falta de ajuste 0,0833 1 0,083333 0,166667 161,45 
Erro puro 0,5000 1 0,5 
Total 137,3333 6 22,88889 
% de variância Explicada = 98 
%  de variância explicável 99% 
R2 = 98; SQ: Soma quadrática; GL: graus de liberdade; MQ: média quadrática. 
 
 
Com base nos resultados obtidos, para melhor visualização dos efeitos, foi 
construído um gráfico de superfície de resposta para a conversão de ésteres em 96 h 
de reação (Figura 29). O maior teor de éster foi obtido na menor razão molar e maior 
temperatura (73% de conversão com razão molar 6:1, 50°C).  Observou-se, que 
mesmo mudando a região experimental, não se atingiu um ponto máximo de conversão 
na região experimental estudada, o que indica que a conversão ainda poderiaser 
aumentada, prosseguiu-se com os estudos de otimização da síntese de ésteres por 
reações de transesterificação do óleo de mamona em reator de leito fixo, no qual a 







FIGURA 29. SUPERFÍCIE DE RESPOSTA PARA A TRANSESTERIFICAÇÃO ETÍLICA 





5.4.2.2.2 Transesterificação do óleo de mamona em reator de leito fixo utilizando o 
sólido fermentado deBurkholderia contaminans 
 
Os estudos iniciais da reação de transesterificação em frascos agitadosforam 
feitos para determinar as variáveis com maior influência no processo de produção do 
biodiesel, com posterior aplicação nessa etapa do trabalho, que teve como objetivo 
aumentar a escala de reação utilizando um reator de leito fixo, com recirculação 
fechada (batelada). Nesse sistema, a escala de produção é maior, pois permite o 
contato controlado dos substratos da reação com a enzima empacotada dentro do leito 
por meio de uma bomba peristáltica. O fato de a enzima estar empacotada facilita a 




5.4.2.2.2.1 Efeito da razão molar 
 
A fim de definir a melhor faixa de trabalho para o estudo da razão molar dos 
substratos (etanol e óleo) em reação de transesterificação em reator de leito fixo, foram 
avaliadas a razão molar e a temperatura.  Nesse estudo, foi observado que a maior 
razão molar(6:1) não causou a diminuição da conversão,sendo a máxima conversão de 
63% em 72 h (Figura 30). 
Na literatura, alguns trabalhos relatam que parte do etanol adicionado na 
reação é imiscível em óleo vegetal, causando a inativação da enzima. Além disso, 
materiais com alta porosidade, como é o caso o bagaço de cana, podem absorver 
compostos polares.  Assim, a difusão do óleo é reduzida e compromete a catálise 
enzimática (SOARES et al 2013; SALUM et al 2010). Como o óleo de mamona é 





FIGURA 30. EFEITO DA RAZÃO MOLAR NA REAÇÃO DE TRANSESTERIFICAÇÃO 
DO ÓLEO DE MAMONA CATALISADA PELO SÓLIDO FERMENTADO DE 
Burkholderia contaminans EM BIORREATOR DE LEITO FIXO 
 
RM 6:1 (■) e RM 3:1 (●).  Condições da reação: 45 °C, 250 rpm, 12 g de SFBC (base seca) , 12% de 
SFBC (em relação a massa de óleo) 100 g de óleo, 20 g e 15 g  de etanol correspondentes a razão 
















5.4.2.2.2.2 Efeito da temperatura 
 
Nos estudos realizados anteriormente em frascos agitados, o delineamento 
fatorial (5.4.2.2.1) mostrou que a faixa de temperatura ideal a ser trabalhada seria em 
torno de 50°C. Nessa temperatura a melhor conversão em éster foi de 74% em 72 h. 
Com base nesses estudos, no biorreator de leito fixo optou-se por utilizar as 
temperaturas de 45 °C e 55 °C (Figura 31).  
Muitos trabalhos relatam o efeito da temperatura em reações de síntese de 
ésteres metílicos ou etílicos.  Noureddini et al (2005) estudaram a transesterificação do 
óleo de soja utilizando a lipase de B. cepacia em temperatura na faixa de 25 a 60 °C. O 
melhor rendimento foi obtido a 35 °C, sendo que acima dessa temperatura os autores 
observaram a diminuição do rendimento da reação. Soares et al (2013) estudaram a 
esterificação da borra ácida de soja em diferentes temperaturas com SFBC,e obtiveram 
melhores rendimentos a 50 °C.  
Os resultados mostraram que o aumento de temperatura não causou a 
desnaturação da enzima, pois os rendimentos foram aumentados em 11%, sendo a 
máxima conversão observada de 73% em 72 h de reação. Os resultados obtidos foram 
similares aos obtidos por Maleki et al (2013), que obtiveram 67% de conversão em 24 h 
na metanólise do óleo de mamona, utilizando 15% de lipase comercial Lipozyme TL IM 





FIGURA 31. EFEITO DA TEMPERATURA NA REAÇÃO DE TRANESTERIFICAÇÃO 
DO ÓLEO DE MAMONA CATALISADA PELO SÓLIDO FERMENTADO DE 
Burkholderia contaminans EM BIORREATOR DE LEITO FIXO 
 
Temperatura de 45°C (●) e 55°C (■). Condições da reação: 100 g de óleo de mamona, RM 6:1 (29,8 g 




5.4.2.3 Estudo da reação de transesterificação em reator de leito fixo com sonda de 
ultrassom acoplada 
 
5.4.2.3.1 Efeito do ultrassom e da razão molar 
 
Um dos efeitos causados pelo ultrassom é a possibilidade de usar menor 
quantidade de etanol no meio de reação (BRASIL et al 2015). Isso é possível devido a 
cavitação, que gera microbolhas, que aumentam a área de contato dos substratos com 
a enzima. Outro efeito causado pela ação do ultrassom é a maior solubilidade do meio 
reacional, inclusive o glicerol, que pode ser menos adsorvido no bagaço de 
cana(OLIVEIRA et al 2016) 
A fim de se determinar a melhor faixa de trabalho com o sistema de ultrassom 
acoplado ao biorreator, foi estudado o efeito da variação da intensidade da potência de 
50%, 75% e 100% do ultrassom (500 W) com SFBC(9% m/m, em relação ao óleo)em 
um sistema de reator de leito fixo (atividade de hidrólise de 130 U g-1). Nessas 
condições, foram avaliados os efeitos do ultrassom com a variação da razão molar de 
















100%. Os melhores rendimentos foram observados com a razão molar 3:1 e 75% da 
potência do ultrassom.  Conversão máxima (68%) foi obtida em 46 h, sendo, portanto, 
o tempo para a máxima conversão reduzido de 72 h para 46 h em relação ao 






FIGURA 32. EFEITO DO ULTRASSOM E DA RAZÃO MOLARNA REAÇÃO DE 
TRANSESTERIFICAÇÃO CATALISADA PELO SÓLIDO FERMENTADO DE 
Burkholderia contaminans EM REATOR DE LEITO FIXO 
 
A: RM 3:1 - 0% (◊),50% (■), 75% (▲)  e 100% (●); B: RM 6:1 - 0%(●), 50%(■) e 100% (▲). 
 Condições da reação: 45 °C, 12% (m/v) do SFBC (130 U g-1), massa de etanol, 19,33 g (3:1) e 38,7g 
(6:1) adicionado em 12 etapas, ultrassom com frequência de 20 kHz e potência de 500 W (75%), vazão 
de circulação 7,45 mL min-1. 
 
 
Para confirmar os resultados, o experimento para as duas razões molares foi 


































72 h, com razão molar (3:1) (Figura 33). A maior conversão obtida em 48 h (78%) em 
relação à Figura 32 (A) (68% em 46 h) provavelmente se deve à maior atividade de 
hidrólise do lote de SFBC(160 U g-1)utilizada neste experimento em relação ao lote 





FIGURA 33. EFEITO DA RAZÃO MOLAR COM MAIOR CARGA ENZIMÁTICA DO 
SÓDO SÓLIDO FERMENTADO DE Burkholderia contaminansEM REAÇÃO DE 
TRANSESTERIFICAÇÃO ASSISTIDA POR ULTRASSOM 
 
Razão molar 3:1 (●) e (■) 6:1. Condições da reação: 45°C, 12% (m/v) do SFBC (160 U g-1), massa de 
etanol, 14,9 g (3:1) e 29,8 g (6:1) adicionado em 12 etapas,ultrassom com frequência de 20 kHz e 





5.4.2.3.2 Efeito do ultrassom comvariação de temperatura 
 
Nesse experimento, buscou-se avaliar o efeito do ultrassom com as 
temperaturas de 45 °C e 55 °C. Observou-se que a temperatura mais elevada (55°C) 
causou a diminuição da conversão de 83% (45°C) para 56% em 72 h. Provavelmente 
ocorreu a desnaturação da lipase causada pelo aquecimento no interior do vaso 
reacional, na conexão entre a sonda de ultrassom e o reator. A temperatura do meio de 
reação era controlada na entrada do reator (ascendente) e na saída (55°C). No 

















Não era possível controlar a temperatura do meio de reação que entrava em contato 





FIGURA 334. EFEITO DO ULTRASSOM E DA TEMPERATURA NA REAÇÃO DE 
TRANSESTERIFICAÇÃO EM REATOR DE LEITO FIXO CATALISADA PELO SÓLIDO 
FERMENTADO DE Burkholderia contaminans 
 
Temperatura: 45 °C (♦) e 55 °C (▲).  Condições da reação: 12% (m/v) do SFBC (160 U g-1), massa de 
etanol, 14,9 g (3:1) e 29,8 g (6:1) adicionado em 12 etapas,ultrassom com frequência de 20 kHz e 





5.4.2.3.3 Efeito do ultrassom e da vazão de circulação 
 
Levando em consideração a importância do contato entre os reagentes da 
reação com a lipase, foi avaliado o efeito de uma menor vazão de circulação (1,45 mL 
min -1) em relação à vazão que tinha sido utilizada até o momento (7,45 mL min-1). Os 
resultados obtidos estão apresentados Figura 35 e mostram que não houve diferença 
estatisticamente significativa entre os resultados (82 a 78%; p>0,05) em 48 h de 
reação, o que significa quea variação da faixa da vazão utilizada não foi suficiente para 
influenciar na conversão em ésteres, sendo a melhor conversão obtida nesse 



















FIGURA 34. EFEITO DO ULTRASSOM E DA VAZÃO DE RECIRCULAÇÃO DO MEIO 
REACIONAL DA REAÇÃO DE TRANSESTERIFICAÇÃO EM REATOR DE LEITO 
FIXO CATALISADA PELO SÓLIDO FERMENTADO DE Burkholderia contaminans 
 
Condições da reação: 12% (m/v) deSFBC (160 U g-1), massa de etanol, 14,9 g (3:1) adicionado em 12 




Alguns estudos relatam a influência da vazão de circulação sobre a conversão 
em éster em reações catalisada por enzimas.  Essa influência está relacionada com o 
tempo de contato entre os substratos da reação e o biocatalisador.  Na literatura, o 
controle desse parâmetro é muito variável e controverso. Rico et al (2014) observaram 
aumento na conversão da reação de transesterificação do óleo de babaçu em baixas 
vazões de circulação (0,0163 – 0,0408 mL min-1) em reator de leito fixo preenchido com 
células íntegras de Mucor circinelloides imobilizadas em espuma de poliuretano. 
Simões et al (2015) estudaram a variação (0,025-0,083 mL min-1) de vazão de 
circulação da reação de transesterificação etílica do óleo de babaçu em reator de leito 
fixo preenchidocom a lipase de Burkholderia cepacia imobilizada em SiO2-PVA, 
obtendo melhores rendimentos com baixa vazão (vazão de 0,083 mL min-1). 
Para a escolha da melhor vazão, deve-se levar em consideração o tipo da 
lipase e do suporte utilizados na imobilização, os reagentes, a altura e capacidade do 



















5.5 Discussão dos resultados 
 
Os resultados de transesterificação do óleo de mamona obtidos nesse trabalho 
devem ser comparados aos demais trabalhos na literatura com cautela, pois as 
condições da reação e preparados enzimáticos utilizados não são os mesmos. No 
entanto, algumas comparações podem ser discutidas (Tabela 18). No estudo em 
frascos agitados, os melhores rendimentos obtidos foram de 71% em 80 h com 9% 
(m/m) de SFBC (12,6 U totais de atividade de esterificação), nas condições otimizadas 
pelo planejamento fatorial (6:1,12 etapas de adição de etanol, 45 °C). Esses resultados 
são comparáveis com os de outros trabalhos que utilizaram sólidos fermentados em 
reação de transesterificação em frascos agitados. Zago et al (2014) otimizaram a 
etanólise do óleo de milho e obtiveram rendimento de 68% em 72 h com o sólido 
fermentado de Rhizopus microsporus. Liu et al (2013) utilizaram o sólido fermentado da 
lipase de Burkholderia cenocepacia na transesterificação etílica do óleo de soja com t-
butanol e obtiveram o máximo rendimento de 91% em 96 h, utilizando razão molar de 
4,3:1.  No entanto, a maioria dos trabalhos utilizam óleos comestíveis, e até o 
momento, não há informações na literatura sobre a utilização de sólidos fermentados 
na transesterificação do óleo de mamona. 
Quando o processo de transesterificação foi feito em biorreator de leito fixo, foi 
possível aumentar a razão (%) enzima/óleo (m/m), sendo a máxima conversão obtida 
de 73% em menor tempo de reação (72 h) em comparação à transesterificação em 
frascos agitados, utilizando razão molar de 6:1, com etanol adicionado em 12 etapas, 
55 °C e 84 U totais (atividade de esterificação).  Esses resultados são próximos aos 
obtidos em outros trabalhos que utilizaram óleos comestíveis. Salum et al (2010) 
estudaram a transesterificação do óleo de soja catalisada por SFBC, e relataram 95% 
de conversão em 46 h. Galeano et al (2017) estudaram a utilização de SFBC na 




















































































































































































































































































































































































































































Muitos trabalhos relatam os efeitos causados pelo ultrassom em reações 
catalisadas por catalisadores químicos e enzimáticos (comerciais), visando diminuir o 
tempo de reação utilizando as variáveis: frequência, potência e intensidade do 
ultrassom. A maioria desses estudos relata o uso do banho de ultrassom, devido ao 
controle da temperatura e da agitação do sistema, a rota metílica, solventes no meio de 
reação e óleos provenientes de oleaginosas comestíveis (BRASIL et al 2015).  
Não se sabe ao certo quais os efeitos o ultrassom tem sobre as enzimas no 
meio de reação. Alguns autores afirmam que o efeito da cavitação contribui 
positivamente para a melhor interação entre os substratos e a enzima (NAKAYAMA et 
al 2017; SHAH e GUPTA  2008).Essa interação permite o consumo de menores 
quantidades de álcool, maior conversão em éster em menor tempo de reação. Outros 
estudos citam que o fenômeno de cavitação pode causar a desnaturação da enzima ao 
longo da reação. Portanto, é necessário investigar a influência das ondas de ultrassom 
nas condições escolhidas para realizar a reação desejada. Dessa forma, é possível 
determinar as melhores condições para obter elevados rendimentos sem prejudicar a 
enzima. 
O uso do ultrassom vem sendo relatado na literatura como uma alternativa 
viável em reações catalisadas por lipases, embora a maior utilização seja com 
catalisadores químicos. A maior vantagem desse sistema é a redução do tempo de 
reação, que proporciona a redução de energia e custos de produção (FAYYAZI et 
al2015). Os estudos que utilizam o ultrassom variam em termos de frequência (kHz) e 
potência (W). Na maioria das vezes, a frequência é fixa e a potência é variável. No 
presente trabalho, foi utilizada uma sonda de ultrassom com 20 kHz de frequência com 
500 W de potência variável (0%-100%), sendo a máxima conversão obtida de 82% em 
48 h (3:1, 45 °C, 75% de potência de ultrassom e vazão 1,45 mL min-1). Em 
comparação com os dois sistemas (com e sem US) que utilizaram a vazão 7,45 mL min 
-1, a melhor conversão foi de 73% em 72 h (sem ultrassom) e 78% em 48 h (com 75% 
de ultrassom), em condições otimizadas (RM 3:1, a 45 °C e 75% da potência de US). 
Isto representa uma redução do tempo de reação, em relação ao sistema sem 
ultrassom, de72 h (73%) para 48 h (78%), e da razão molar (de 6:1 para 3:1). Em 
relação ao sistema de frascos agitados, foi possível reduzir o tempo de reação em 48 h 
(73% em 96 h). 
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Estes resultados podem ser comparados a outros trabalhos sobre a catálise 
enzimática em sistemas que utilizam o ultrassomque obtiveram aumento de conversão 
em menor tempo de reação e menor quantidade de álcool.  
Zanatta e Rosa (2014) obtiveram conversões mais elevadas, para ésteres 
etílicos, de até 88% para o óleo de soja e de 75% para o óleo de macaúba. 
Sivaramakrishnan e Incharoensakdi (2017) estudaram a transesterificação do óleo de 
microalgas Batryococus spcatalisada pela lipase B deCandida antarcticaem condições 
ótimas (50 °C, 200 W e 30 kHz). O ultrassom permitiu o aumento de conversão de 78% 
em 36h para 88% em 4 h.Bhangu et al (2017) estudaram a reação de transesterificação 
metílica do óleo de canola catalisada pela lipase deCandida rugosa e alcançaram a 
redução do tempo de reação de  24 h para 1,5 h com o uso do ultrassom em condições 
ótimas (RM 5:1, 50 °C, 22 KHz e 40 W).Subhedar et al (2015) estudaram a 
transesterificação metílica do óleo de girassol catalisada pela lipase Lipozyme TL-IM 
em sistema reacional assistido por banho de ultrassom e obtiveram a redução de 
tempo da reação de transesterificação de 24 h para 4 h,  e da RM de 4:1 para 3:1. Os 
autores obtiveram aumento de 60% em 24 h (RM 4:1) para 95% em 4 h (RM 3:1). 
Michelin et al (2015), estudaram os efeitos do ultrassom na transesterificação 
enzimática, utilizando Novozym 435, do óleo de macaúba (Acrocomia aculeata). Os 
autoresacompanharama cinética da reação com e sem ultrassom por 30 min e 
obtiveram aumento de 55% para 85% de conversão, com o uso do ultrassom,nas 
condições otimizadas (RM 9:1, 132 W e 40 kHz a 65 °C). Foi possível reutilizar o 
catalisador por5 ciclos, com a perda gradativa de atividade e rendimento em éster (%) 
ao longo de cada ciclo devido ao efeito do ultrassom. 
A imobilização de lipases é muito comum entre os trabalhos presentes na 
literatura. No entanto, vários critérios relacionados aos custos do processo devem ser 
levados em consideração, como, por exemplo, o custo e tipos dos suportes, além do 
processo de purificação do extrato enzimático. A utilização de sólidos fermentados 
contendo lipases naturalmente imobilizadas tem a vantagem de não utilizar processos 
com muitas etapas de purificação.  Foram utilizados dois tipos de preparação de 
lipases: (1) lipase imobilizada em Accurel MP 1000, que consiste na produção da lipase 
por fermentação submersa, seguida de purificação parcial com precipitação com sulfato 
de amônio e posterior imobilização por adsorção (interação hidrofóbica). Este é um tipo 
de preparação muito utilizado e aplicado em biocatálise, principalmente por ser um 
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procedimento simples; (2) lipase naturalmente imobilizada no sólido fermentado, que é 
produzido por fermentação no estado sólido, a produção e imobilização ocorrem 
simultaneamente, após a secagem, pode ser utilizado diretamente no meio de reação. 
Este processo é pouco comum e pouco estudado em biocatálise.   
Os preparados enzimáticos estudados possuem vantagens e 
desvantagens.Por outro lado, entre as vantagens da imobilização de lipases em 
suportes está a possibilidade de deixar o processo mais “puro”, pois não estão 
presentes células e compostos de alta massa molecular. Além disso, existe a vantagem 
de imobilizar maior quantidade de moléculas (lipases), o que possibilita o uso de 
menores quantidades do preparado enzimático.  
Em termos de viabilidade econômica, a utilização de sólidos fermentados como 
SFBC é uma opção vantajosa, principalmente pelo baixo custo da matéria-prima 
principal (bagaço de cana) e pelas poucas etapas para a obtenção do produto final. Já 
o suporte Accurel é um material industrializado e importado e a imobilização só ocorre 
após etapas de purificação do extratocontendo a lipase.Os dois tipos de preparados 
enzimáticos utilizados proporcionaram a síntese de ésteres do óleo de mamona, mas o 







Nesse trabalho, foi estudada a otimização do processo de produção de ésteres 
etílicos por reação de transesterificação do óleo de mamona, catalisada pelo sólido 
fermentado da lipase de Burkholderia contaminanse pela lipase LipBC imobilizada. O 
trabalho foi dividido em duas etapas: 
1- A primeira etapa consistiu na otimização da imobilização da lipase em 
suporte Accurel MP 1000 e sua aplicação em reação de transesterificação nos frascos. 
A melhor conversão em éster obtida foi de 86% em 48 h (Figura 36). Nessa etapa do 
trabalho, foi possível imobilizar a lipase em Accurel MP 1000 e obter atividade lipolítica 
comparável a outros trabalhos que utilizaram várias etapas de purificação.   
2- A segunda etapa foi estudar a otimização da reação de transesterificação 
com o sólido fermentado da lipase de B. contaminans em frascos agitados, em reator 
de leito empacotado e com o efeito de ultrassom. Nessa etapa, o melhor rendimento 
obtido em frascosagitados foi de 73% em 96 h de reação, com a adição gradual do 
etanolem 12 etapas. Esse rendimento foi melhorado com a otimização em biorreator, 
chegando-se a 73% de conversão em 72 h. Com a finalidade de diminuir ainda mais o 
tempo de reação, foram estudados os efeitos do ultrassom acoplado ao reator. Nesse 
sistema, obteve-se a máxima conversão de 73% em 24 h e 83% e 48 h, utilizando a 
razão molar 3:1, a 45°C, com 75% de ultrassom e vazão de 1,45 mL min-1. 
Nessa etapa, foi possível utilizar o sólido fermentado da lipase B. 
contaminansproduzido em material de baixo custo, como é o caso do bagaço de cana, 
na otimização em reator de leito fixo com sonda de ultrassom acoplado.  
Os valores de conversão observadoscom SFBCforam equivalentes aos obtidos 
com a mesma lipase imobilizada em Accurel MP 1000, e próximos aos obtidos pela 
lipase comercial Novozym 435. Esse estudo mostrou que o custo do processo de 
produção do biodiesel etílico a partir de óleo de mamona pode ser reduzido com o uso 
de biorreator com ultrassom acoplado, com lipase não comercial, produzida por 
matéria-prima renovável e biodegradável de baixo custo (bagaço de cana), em sistema 





7  PERSPECTIVAS 
 
 
Os resultados obtidos nesse trabalho abrem novas perspectivas para trabalhos 
futuros: 
 
 Produção contínua de ésteres etílicos com sistema de ultrassom; 
 
 Desenvolvimento de estudos sobre o efeito do ultrassom na lipase adsorvida no 
sólido fermentado; 
 
 Acompanhamento da estabilidade da enzima e reutilização após contato com 
ultrassom; 
 
 Desenvolvimento de métodos de lavagem do sólido fermentado no biorreator para 
prolongar o tempo de utilização e reutilização do biocatalisador, acompanhando a 
concentração de glicerol e o consumo do etanol durante a produção do biodiesel; 
 
 Emprego de outras matérias-primas não comestíveis, como,por exemplo, o óleo de 
fritura, resíduos de caixa de gordura e óleo de microalgas. 
 
 Desenvolvimento de estudos de viabilidade econômica de todas as etapas do 
processo até a produção do biodiesel, incluindo o custo da fermentação e das 
matérias-primas. 
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